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Surtos de doença de Chagas aguda associados à transmissão
pela via oral têm sido reportados no Brasil e em outros países da
América do Sul. Contudo, estudos sobre a dinâmica da infecção
por via oral ainda são incipientes. O presente trabalho teve por
objetivo avaliar a interação in vitro e in vivo de linhagens
transfectadas de T. cruzi TcI e TcII com plasmídeos
pTREXRFP/GFPNeo e pROCKGFPNeo. Para tanto, foram
geradas linhagens da cepa SC25 (TcI) e SC96 (TcII)
expressando de maneira estável as proteínas fluorescentes RFP
e GFP, respectivamente. A cepa Y expressando GFP foi
utilizada em ensaios de interação parasito-hospedeiro. Estudos
in vitro mostraram que a transfecção não alterou o crescimento e
a capacidade de infecção das cepas. Ensaios de co-infecção em
células THP-1 mostraram que misturas de parasitos TcI e TcII
em diferentes proporções apresentaram níveis de infecção
inferiores aos observados para as cepas em infecções isoladas e
que uma mesma célula comporta a infecção pelas duas
linhagens de parasitos. Triatomíneos infectados isoladamente
com cada uma das cepas transfectadas apresentaram taxa de
infecção semelhante. Contrariamente, infecções mistas nos
insetos mostraram um predomínio de parasitos da linhagem TcII.
Em camundongos a infecção pela via oral da cepa TcI não foi
capaz de induzir parasitemia sanguínea detectável nos animais.
Por outro lado, a cepa YGFP ocasionou parasitemia sanguínea
patente e nas inoculações com misturas de TcI e TcII, apenas
parasitos TcII foram detectados no sangue e tecidos de animais
infectados. O tratamento de tripomastigotas da cepa SC25RFP
com pepsina reduziu significativamente sua capacidade de
infecção em células THP-1, sugerindo que a passagem pelo
ambiente gástrico pode ter interferido negativamente na infecção
de camundongos pela via oral. A avaliação histopatológica
mostrou que o processo inflamatório na fase aguda foi mais
intenso e com presença de parasitismo apenas no tecido
cardíaco para a cepa YGFP. Na fase crônica a inflamação foi
reduzida e não foram encontrados parasitos visíveis nos tecidos
avaliados. Contudo, a PCR revelou a presença de DNA do
parasito em todos os tecidos examinados. Os resultados do
presente trabalho sugerem que a dinâmica da co-infecção está
mais associada às características das cepas de T. cruzi do que a
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linhagem genética (DTU) à que elas pertencem. Parasitos
transfectados expressando genes repórteres distintos pode ser
uma ferramenta útil no estudo da dinâmica de infecção mista.
Palavras-chave: via oral, infecção mista, RFP, GFP,
Trypanosoma cruzi.
ABSTRACT
Acute Chagas' disease outbreaks associated with oral
transmission have been reported in Brazil and other South
American countries. However, oral infection dynamics studies are
still incipient. The present work aimed to evaluate the in vitro and
in vivo interaction of T. cruzi TcI and TcII transfected strains with
plasmids pTREXRFP / GFPNeo and pROCKGFPNeo.
Transfected SC25 (TcI) and SC96 (TcII) strains were showed
stable RFP and GFP fluorescent proteins expression,
respectively. Y strain expressing GFP was used in parasite-host
interaction assays. In vitro studies showed that transfection did
not afected the strains growth. Co-infection assays in THP-1 cells
showed that mixtures of TcI and TcII parasites in different
proportions had lower levels of infection than those observed for
the isolated strains and that the same cell carries infection by the
two strains of parasites. Triatomines infected with each
transfected strains showed a similar infection rate. In contrast,
mixed infections showed a predominance of TcII lineage
parasites in the insect gut. In mice, oral infection with TcI strain
was not able to induce detectable blood parasitemia in the
animals. On the other hand, the YGFP strain caused patent blood
parasitemia and in mixed infections only TcII parasites were
detected in blood and tissues of infected mice. Treatment of
trypomastigotes of the SC25RFP strain with pepsin significantly
reduced their ability to infect THP-1 cells, suggesting that
passage through the gastric environment may have interfered
with the parasite capacity to infect mice by oral route. The
histopathological evaluation showed that inflammatory process
was more intense in the acute phase and YGFP parasites were
detected only in heart. In the chronic phase inflammation was
reduced and no visible parasites were found in the evaluated
tissues. However, PCR revealed parasite DNA in all examined
tissues. The present work suggest that co-infection dynamics is
more associated with the T. cruzi strain characteristics than the
genetic lineage (DTU) to which they belong. Transfected
parasites expressing different reporter genes may be a useful tool
for the study of mixed infection dynamic.




cm2 – centímetro quadrado
CO2 – Dióxido de carbono
DMEM – do ingles Dulbecco´s Modified Eagle Medium
DNA – Ácido desoxirribonucléico
d.p.i. – dias pós infecção
DTU – do inglês Discrete typing units
DTDs – do inglês Neglected Tropical Diseases
GFP – proteína verde fluorescente (do inglês Green Fluorescent
Protein)
G418 – Geneticin
IgG – Imunoglobulina G
IgM – Imunoglobulina M






pb – pares de base
PBS – tampão salina fosfato, pH 7,4 (do inglês Phosphate
Buffered Saline)
PCR – do inglês Polymerase chain reaction
RFP – proteína vermelha fluorescente (do inglês Red Fluorescent
Protein)





Figura 1: Ciclo de transmissão do Trypanosoma cruzi, Venício
Ribeiro, ICICT/Fiocruz.................................................................24
Figura 2: Esquema representativo dos vetores de expressão: (A)
pROCKGFPNeo e (B) pTREXGFP/RFPNeo..............................42
Figura 3: Perfis de DNA obtidos através da amplificação do gene
do mini-éxon de T.cruzi. PM: Padrão de peso molecular
(plasmídeo pUC digerido com a enzima Hae III); TcI: Cepa
Colombiana representativa da DTU TcI; TcII: Cepa Y
representativa da DTU TcII; CN: Controle negativo da reação de
amplificação................................................................................51
Figura 4: Expressão de RFP e GFP pelas formas epimastigotas
de T. cruzi. A: Cepa SC25 expressando proteína vermelha
fluorescente; B: Cepa SC96 expressando proteína verde
fluorescente. Imagens obtidas em microscópio de fluorescência
(Olympus) utilizando objetiva de 100X, filtros para rodamina (A) e
FITC(B)........................................................................................52
Figura 5: Comparação entre parasitos transfectados expostos a
diferentes concentrações de Geneticin (G418). Imagens
resultantes da análise por citometria de fluxo. Os histogramas
apresentam o perfil de parasitos não transfectados (preto) e
parasitos expressando RFP (vermelho). Parasitos transfectados
expostos à concentração de 500 µg/ml de G418 (A); 750 µg/ml
(B); 1000 µg/ml (C) e parasitos cultivados na ausência da droga
(D). PerCP – filtro para detecção de emissão em 488
nm...............................................................................................54
Figura 6: Histograma dos parasitos da cepa SC96GFP. Imagem
resultante da análise por citometria de fluxo no aparelho
FACSCanto II. O histograma mostra o perfil de parasitos
expressando GFP (verde) em relação aos parasitos não
transfectados (preto). Filtro para FITC........................................55
Figura 7: Comparação entre parasitos transfectados cultivados
na presença ou ausência de Geneticin (G418). Imagens
resultantes da análise por citometria de fluxo. Os histogramas
apresentam o perfil de parasitos não transfectados (preto) e
parasitos expressando GFP (verde), ambos da cepa SC96.
Parasitos transfectados expostos à concentração de 1 mg/ml de
G418 (A) e parasitos transfectados cultivados na ausência da
droga (B). Filtro para FITC..........................................................56
Figura 8: Análise comparativa de crescimento das cepas
transfectadas de Trypanosoma cruzi em relação às cepas
parentais. A: Curvas de crescimento das cepas SC25 e
SC25RFP; B: Curvas de crescimento das cepas SC96 e
SC96GFP. O número inicial de parasitos foi de 4 x 106
parasitos/ml. Os dados representam a média de três replicatas
biológicas e desvio padrão de contagens diárias para cada uma
das cepas....................................................................................57
Figura 9: Células Vero infectadas com parasitos da cepa
SC25RFP coradas com DAPI. A figura A representa formas
amastigotas de T. cruzi expressando proteína fluorescente
(RFP); B representa células Vero e parasitos corados com DAPI
e C representa a sobreposição das imagens A e B. Imagens
obtidas em microscópio de fluorescência (Olympus), utilizando
objetiva de 100X..........................................................................58
Figura 10: Células THP-1 infectadas com parasitos fluorescentes
da cepa SC96GFP. A figura A representa células THP-1
infectadas com parasitos da cepa SC-96GFP visualizadas em
campo claro; B representa formas amastigotas de T. cruzi
expressando proteína fluorescente visualizadas utilizando filtro
para FITC; C representa a sobreposição das imagens de campo
claro e de fluorescência. Imagens obtidas em microscópio de
fluorescência (Olympus) utilizando objetiva de
40X..............................................................................................59
Figura 11: Infecção de camundongos BALB/c com tripomatigotas
fluorescentes da cepa SC25RFP provenientes de cultura de
células Vero. Em (A) imagem de tripomastigota sanguíneo
expressando RFP obtida em microscópio de fluorescência
Olympus, com objetiva de 100x, utilizando filtro para rodamina, e
18
sobreposta com imagem em luz transmitida
(B)...............................................................................................60
Figura 12: Dot plot dos parasitos das cepas SC25RFP e
SC96GFP. Imagem resultante da análise por citometria de fluxo
no aparelho Facs Canto II. O dot plot representa os perfis de
quantidades semelhantes de parasitos expressando RFP e GFP.
Filtros para FITC e PerCP...........................................................60
Figura 13: Análise de crescimento in vitro das cepas
transfectantes de T. cruzi em co-cultivo realizado com diferentes
proporções de cada cepa. A: Co-cultivo dos parasitos das cepas
SC25RFP e SC96GFP e B: Co-cultivo dos parasitos das cepas
SC25RFP e YGFP. Os dados representam a média de três
replicatas biológicas e desvio padrão de análises de citometria de
fluxo realizadas em dias alternados no aparelho FACSCanto II.
*p < 0,05, **p < 0,005 e ***p < 0,0005 utilizando teste t de
Student para comparações das porcentagens obtidas no primeiro
e último dia de co-cultivo para todas as proporções
avaliadas.....................................................................................62
Figura 14: Representação gráfica do percentual de células THP-
1 infectadas com as cepas transfectantes de T. cruzi e suas
misturas em diferentes proporções nos tempos 24 e 72 horas
após a infecção (A) e a proporção de parasitos TcI e TcII
encontrados nas misturas (B). Os resultados representam média
e desvio padrão de contagens em triplicata. Utilizado o teste
estatístico Two-way ANOVA seguido de teste de Bonferoni
*p<0,05, ** p<0,005 e *** p<0,0005.............................................64
Figura 15: Representação gráfica do número total de
amastigotas presentes em células THP-1 infectadas com as
cepas transfectantes de T. cruzi e suas misturas em diferentes
proporções nos tempos 24 e 72 horas após a infecção. Os
resultados representam média e desvio padrão de contagens em
triplicata. Utilizado teste estatístico Two-way ANOVA seguido de
teste “post-hoc” de Bonferoni *p<0,05, ** p < 0,005 e *** p
<0,0005.......................................................................................65
Figura16: Ensaio de infecção de células THP-1 com as cepas
transfectantes TcI e TcII. Células e parasitos corados com
giemsa em diferentes tempos de infecção. Células infectadas
com parasitos da cepa TcI (A) e  cepa TcII (C) 24 horas após
infecção. Células infectadas com parasitos da cepa TcI (B) e
cepa TcII (D) 72 horas após infecção. As barras pretas
correspondem a 20 µm...............................................................66
Figura 17: Ensaio de infecção de células THP-1 com as misturas
das cepas transfectantes de T. cruzi em diferentes tempos de
infecção. A: 24 horas após a infecção. B: 72 horas após a
infecção. Utilizados filtros rodamina e FITC para visualização de
parasitos RFP e GFP respectivamente. As barras brancas
correspondem a 20 µm...............................................................67
Figura 18: PCR em tempo real para quantificação dos genes
GFP e RFP presentes nos tecidos de triatomíneos e animais
infectados com cepas transfectantes de T. cruzi e suas misturas
em diferentes proporções. Curvas de dissociação do DNA
amplificado de GFP com pico em torno de 79°C (A) e de RFP
com pico em torno de 85,5°C (D). Curvas de amplificação de
GFP (B) e RFP (E) demonstrando amplificação nas diluições
seriadas do DNA proveniente do plasmídeo pROCKGFPNeo e
pTREXRFPNeo respectivamente. Curvas padrão geradas a partir
da região linear de cada curva de amplificação de GFP (C) e
RFP (F)........................................................................................69
Figura 19: Representação gráfica do número de parasitos
detectados por qPCR em 100 ng de DNA de triatomíneos
experimentalmente infectados com as cepas transfectantes TcI e
TcII de T. cruzi e suas misturas em diferentes proporções. A:
Valores totais de parasitos detectados nas misturas. B: Número
de parasitos TcI (representados pela cor vermelha) e parasitos
TcII (representados pela cor verde). Utilizado teste t para
comparações entre os grupos (*p< 0,05)....................................70
Figura 20: Percentual de parasitos transfectantes TcI e TcII
detectados pela qPCR em amostras de intestino e ampola retal
de T. tibiamaculata experimentalmente infectados com T. cruzi
após 45 dias de infecção. Teste two-way ANOVA realizado
comparando as proporções do inóculo inicial e de valores obtidos
após 45 dias de infecção. *** (p< 0,0005), ** (p< 0,005).............74
20
Figura 21: Curva de parasitemia média em camundongos
BALB/c inoculados por via oral. Os valores correspondem a
média e desvio padrão da parasitemia de 6 animais por grupo,
inoculados com 5x104 tripomastigotas das cepas transfectantes
de T. cruzi e suas misturas.........................................................72
Figura 22: Percentual de sobrevivência em camundongos
BALB/c infectados com as cepas transfectantes de T. cruzi e
suas misturas em diferentes proporções....................................73
Figura 23: Representação gráfica do número máximo de
parasitos TcII (GFP) detectados pela qPCR em tecidos de
camundongos BALB/c infectados com T. cruzi nas diferentes
proporções e tempos de infecção. As siglas representam os
órgãos analisados: CO: coração, ES: estômago, FG: fígado, BA:
baço, DU: duodeno, ME: músculo esquelético e RE: reto.
Círculos coloridos representam a quantidade de parasitos/100 ng
de DNA.......................................................................................76
Figura 24: Ensaio de infecção de células Vero com parasitos
transfectantes da cepas TcI e TcII tratados com pepsina. A:
percentual de células infectadas com parasitos TcI e TcII. B: BSA
em SDS-PAGE corado com Comassie Blue utilizado como
controle da atividade da enzima pepsina. * p<0,05 Two-way
ANOVA........................................................................................77
Figura 25: Análises histopatológicas de secções de tecido
cardíaco corados por HE de animais inoculados com as cepas
transfectantes e suas misturas. A: Intensidade do processo
inflamatório nas fases aguda e crônica e parasitismo tecidual na
fase aguda (0- ausente, 1-discreto, 2- moderado e 3- intenso)
presentes nas cepas transfectantes e suas misturas. Imagens
representativas de tecido cardíaco de animal não infectado (B),
tecido cardíaco de animais infectados com 50% de parasitos TcI
e TcII (C) e tecido cardíaco de animais infectados com 100% de
parasitos TcII (D). As setas indicam ninhos de
amastigotas.................................................................................79
Figura 26: Análises histopatológicas de secções de estômago
coradas por HE de animais inoculados com as cepas
transfectantes e suas misturas. A: Intensidade do processo
inflamatório nas fases aguda e crônica (0- ausente, 1-discreto, 2-
moderado e 3- intenso), presentes nas cepas transfectantes e
suas misturas. Imagens representativas de estômago de animal
não infectado (B) e estômago de animal inoculado com 90% de
TcI e 10% de TcII (C)..................................................................80
Figura 27: Análises histopatológicas de secções de fígado
coradas por HE de animais inoculados com as cepas
transfectantes e suas misturas. A: Intensidade do processo
inflamatório nas fases aguda e crônica (0- ausente, 1-discreto, 2-
moderado e 3- intenso) presentes nas cepas transfectantes e
suas misturas. Imagens representativas de tecido hepático de
animal não infectado (B) e tecido hepático de animal inoculado
com 10%TcI e 90% TcII (C)........................................................81
22
ÍNDICE DE TABELAS
Tabela 1. Nomenclatura para as divisões de Trypanosoma cruzi
conforme o consenso de 2009....................................................26
Tabela 2: Tempo de duplicação in vitro das cepas transfectadas
de T. cruzi e suas misturas em diferentes proporções em células
da linhagem THP-1.....................................................................65
Tabela 3 – Representação esquemática dos resultados da
detecção de Trypanosoma cruzi por PCR utilizando os
iniciadores S35 e S36 em amostras de tecidos de camundongos
BALB/c inoculados com cepas transfectadas TcI e TcII e suas





1.2 Diversidade genética do T. cruzi..............................................25
1.3 Doença de Chagas.......................................................................27
1.3.1 Doença de Chagas transmitida por via oral.....................30






4.3 Transformação de células cálcio competentes.......................42
4.4 Obtenção e restrição do DNA plasmidial.................................42
4.5 Transfecção das formas epimastigotas de T. cruzi.................43
4.6 Seleção de parasitos transfectados..........................................43
4.7 Citometria de fluxo....................................................................44
4.8 Ensaios de co-cultura...............................................................44
4.9 Células.....................................................................................44
4.9.1 Infecção de culturas de células Vero com T. cruzi.........44
4.9.2 Infecção de células THP-1 com T. cruzi..........................45
4.10 Infecção em Triatoma tibiamaculata......................................46
4.11 Camundongos........................................................................47
4.11.1 Infecção de camundongos BALB/c por via oral com as
cepas transfectadas de T. cruzi e suas misturas......................47
4.11.2 Avaliação histopatológica de camundongos infectados
com as cepas transfectadas de T. cruzi e suas misturas........48
4.12 Reação em cadeia da polimerase (PCR)............................. 48
24
4.13 Ensaio de infecção em células Vero de parasitos transfectados
tratados com pepsina.................................................................... 49
5. RESULTADOS.............................................................................51
5.1 Caracterização genética das cepas de T. cruzi........................51
5.2 Transfecção integrativa de formas epimastigotas de T. cruzi e
seleção de parasitos fluorescentes.................................................52
5.3 Expressão de proteínas fluorescentes nos diferentes estágios de
vida do parasito...............................................................................56
5.3.1 Avaliação do crescimento in vitro das cepas transfectadas
em cultivo axênico.....................................................................56
5.3.2 Infecção celular com cepas transfectantes de T. cruzi....57
5.3.3 Infecção de camundongos BALB/c com a cepa
SC25RFP................................................................................. ........59
5.4 Avaliação da interação in vitro de cepas TcI e TcII em ensaios de
co-cultura..........................................................................................60
5.4.1 Avaliação do crescimento de parasitos transfectados em
co-cultivo em meio axênico...........................................................60
5.5 Avaliação da dinâmica da infecção das cepas transfectadas e
suas misturas em Triatoma tibiamaculata........................................67
5.6 Avaliação da dinâmica da infecção por via oral das cepas
transfectadas e suas misturas em camundongos BALB/c........ .71
5.6.2 Análise histopatológica dos tecidos de camundongos








O Trypanosoma cruzi (CHAGAS, 1909) é um protozoário
hemoflagelado, pertencente à ordem Kinetoplastida e a família
Tripanosomatidae, amplamente disperso no continente
americano, do sul dos Estados Unidos ao norte da Argentina.
Diversos trabalhos demonstraram que o T. cruzi apresenta-se
como uma espécie heterogênea, constituída por vários genótipos
que circulam, tanto no ambiente doméstico como no silvestre,
além de manter um íntimo contato com os seres humanos,
animais reservatórios e vetores (ZINGALES et al., 1998;
MACEDO E PENA, 1998; MACEDO et al., 2000; MILES et al.,
2009; YEO et al., 2011).
O ciclo biológico do T. cruzi envolve a participação de
hemípteros hematófagos da subfamília Triatominae
(triatomíneos, conhecidos popularmente como barbeiros) e várias
espécies de mamíferos, incluindo o homem. O desenvolvimento
do parasito no triatomíneo se inicia com a ingestão de
tripomastigotas sanguíneos durante o repasto sanguíneo. No
trato digestório do inseto, os tripomastigotas se diferenciam para
epimastigotas os quais passam a se multiplicar por divisão
binária e colonizam o tubo digestivo. Ao atingirem a porção
posterior do intestino e especialmente a ampola retal, os
epimastigotas que ficam aderidos ao epitélio intestinal se
transformam em tripomastigotas metacíclicos (formas
infectantes) os quais permanecem livres e são eliminados para o
meio externo juntamente com as fezes e urina do inseto. A
infecção no hospedeiro mamífero pode ocorrer através de
diferentes mecanismos (como a contaminação de mucosas ou
pele, ou pela ingestão). Uma vez no interior do hospedeiro as
formas tripomastigotas penetram no interior de células,
especialmente macrófagos e células musculares, onde se
transformam em amastigotas e passam a multiplicar-se por
divisão binária no citoplasma celular. Após um período de
aproximadamente 96 a 120 horas os parasitos sofrem um
processo de elongamento diferenciando-se para tripomastigotas.
Estes parasitos apresentam elevada motilidade, rompem a célula
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e são liberados no meio extracelular de onde poderão atingir a
corrente sanguínea e/ou infectar novas células (Figura 1)
(BRENER, 1973; BRENER, 1997).
Dois diferentes ecossistemas são descritos para o T. cruzi:
um relacionado com triatomíneos silvestres e geralmente
envolvendo mamíferos que convivem neste ambiente (ciclo
silvestre) e outro dependente de triatomíneos domiciliados,
envolvendo primariamente humanos e animais domésticos (ciclo
doméstico). A conexão entre os dois ciclos é feita por mamíferos
e/ou triatomíneos infectados que apresentam comportamento
sinantrópico. O homem é um reservatório muito mais recente de
T. cruzi e acredita-se que o primeiro contato entre as duas
espécies remonta ao final do Pleistoceno, 15.000-20.000 anos
atrás, quando os primeiros humanos povoaram o Continente
Americano. Neste sentido, tem sido evidenciada a presença do
DNA do parasito em múmias de 9.000 anos provenientes do
norte do Chile e sul do Peru (AUFDERHEIDE et al., 2004).
Figura 1: Ciclo de transmissão do Trypanosoma cruzi, Venício Ribeiro,
ICICT/Fiocruz.
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1.2 Diversidade genética do T. cruzi
O T. cruzi é considerado uma espécie heterogênea,
consistindo de várias subpopulações, que apresentam cepas
distribuídas em hospedeiros mamíferos domésticos e selvagens
além de insetos vetores (ZINGALES et al., 1998). Na prática,
qualquer isolado obtido de uma infecção natural e mantido em
laboratório é considerado uma cepa. Por sua vez uma cepa pode
ser constituída por uma ou mais populações clonais com
características diferentes (MACEDO et al., 1992, OLIVEIRA et
al., 1998; 1999).
Para evidenciar essa alta variabilidade genética
apresentada pelo parasito, foram empregadas técnicas
bioquímicas e moleculares, como análises de isoenzimas (MILES
et al., 1977, 1978, 1980; ROMANHA, 1982), kDNA-RFLP
(Restriction Fragment Length Polymorphism of Kinetoplast DNA)
(MOREL et al., 1980), LSSP-PCR (Low Stringency Single
Specific Primer) (VAGO et al., 1996) e RAPD (Random
Amplification of Polymorphic DNA) (STEINDEL et al., 1993).
No final da década de 1970 Miles e colaboradores
analisaram o polimorfismo dos perfis eletroforéticos de seis
enzimas e sugeriram uma classificação em três grupos distintos,
os quais foram denominados zimodemas Z1, Z2 e Z3 (MILES et
al., 1977, 1978, 1980). Romanha (1982) analisando o perfil
isoenzimático de amostras de T. cruzi isoladas de pacientes
chagásicos, verificou a presença de 4 zimodemas distintos,
denominados ZA, ZB, ZC e ZD. A comparação dos zimodemas
descritos por Romanha (1982), com aqueles descritos por Miles
e colaboradores (1977; 1978), mostrou grande similaridade entre
os zimodemas ZA e Z2, no entanto, os demais zimodemas foram
distintos entre si. Dessa forma, admite-se que no Brasil, o T.
cruzi esteja distribuído em pelo menos seis grupos
isoenzimáticos principais: Z1, Z2 ou ZA, Z3, ZB, ZC e ZD.
Mais tarde, a divisão das cepas de T. cruzi nos grupos 1 e
2 foi realizada através da amplificação de uma região intergênica
do mini-éxon, permitindo verificar a existência de uma correlação
com o dimorfismo do gene de rRNA 24S alfa, que é diferente
entre as cepas de T. cruzi provenientes de diferentes
hospedeiros, vertebrados e invertebrados (MACEDO et al., 1992;
SOUTO e ZINGALES, 1993; SOUTO et al., 1996; ZINGALES et
al., 1998; MACEDO et al., 2004).
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Numa tentativa de homogeneizar a nomenclatura, o grupo
1 foi renomeado linhagem T. cruzi II (ciclo doméstico), enquanto
o grupo 2 foi designado linhagem T. cruzi I (ciclo silvestre)
(ANONYMOUS, 1999). Entretanto, observou-se que algumas
cepas não se enquadravam completamente em nenhuma destas
duas linhagens principais, o que sugeria a existência de um
terceiro grupo (SOUTO et al., 1996). Em 2000, Brisse e
colaboradores propuseram a subdivisão da linhagem T. cruzi II
em sublinhagens IIa, IIb, IIc, IId e IIe.
Freitas e colaboradores (2006) estudaram o gene MSH2
reforçando a probabilidade de existirem então três linhagens
distintas do parasita, classificadas como T. cruzi I, II e III. Porém
em 2009, durante uma reunião entre especialistas, chegou-se a
um consenso de que as cepas de T. cruzi devem ser
classificadas em seis discrete typing units (DTU), denominadas
de TcI a TcVI (tabela 1) (ZINGALES et al., 2009).
Tabela 1. Nomenclatura para as divisões de Trypanosoma cruzi
conforme o consenso de 2009.
DTU Abreviatura Equivalência
T. cruzi I TcI T. cruzi I a e DTU I b
T. cruzi II TcII T. cruzi II a e DTU IIbb
T. cruzi III TcIII
Z3/Z1 ASAT c, Z3-A
d, DTU IIcb e T. cruzi
III e
T. cruzi IV TcIV Z3
c, Z3-B d e DTU
IIab
T. cruzi V TcV
Z2 Boliviano c, rDNA
1/2 f, clonet 39 g e
DTU IIdb
T. cruzi VI TcVI Z2 Paraguaio
h e
DTU IIeb
a: Anonymous (ANONYMOUS, 1999); b: Brisse et al. (BRISSE et al.,
2000); c: Miles et al. (MILES et al., 1981); d: Mendonça et al.
(MENDONÇA et al., 2002); e: Freitas et al. (FREITAS et al., 2006); f:
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Souto et al. (SOUTO et al., 1996); g: Tibayrenc e Ayala (TIBAYRENC e
AYALA, 1988); h: Chapman et al. (CHAPMAN et al., 1984). Adaptado de
Zingales et al. (ZINGALES et al., 2009).
Em virtude da diversidade genética e epidemiológica,
algumas publicações têm sugerido uma subdivisão da DTU TcI
em quatro subgrupos (HERREIRA et al., 2007; FALLA et al.,
2009; MONTEIRO et al., 2012), não estando esta inclusa na
classificação atual das DTU.
1.3 Doença de Chagas
A Tripanossomíase Americana ou doença de Chagas é
uma infecção parasitária causada pelo protozoário Trypanosoma
cruzi (CHAGAS, 1909). A Organização Mundial de Saúde estima
em sete milhões o número de pessoas infectadas e que 25
milhões vivam em áreas de risco de transmissão (WHO, 2016). A
estimativa de óbitos anuais devido à doença de Chagas é de 14
mil e estudos econômicos calculam o custo global da doença em
torno de 7,2 milhões de dólares por ano (LEE et al, 2013).
Durante décadas a doença de Chagas foi considerada uma
moléstia endêmica de países pobres, abrangendo
principalmente, a América Central e do Sul, sendo basicamente
uma patologia confinada a áreas rurais, não constituindo, assim,
um problema de saúde pública nas demais áreas do mundo
(KIRCHHOFF, 2011). Entretanto, em decorrência da emigração,
nas últimas décadas, de latino-americanos portadores do T. cruzi
para países europeus, asiáticos e especialmente para os
Estados Unidos da América, a doença de Chagas passou a ser
considerada um problema de saúde global. Em países não
endêmicos a infecção pode ser propagada verticalmente, por
transfusão sanguínea ou por transplantes de órgãos
(SCHMUÑIS, 2007, GASCON et al., 2010; BASILE et al., 2011;
PEREZ-AYALA et al., 2011; SALVADOR et al.,2014)
Cerca de 30% da população infectada desenvolve
manifestações clínicas da doença, o que torna a patologia
relevante em termos de saúde pública e impacto econômico
(BRENER et al., 2000, PRATA, 2001; RASSI et al., 2010).
Os mecanismos de transmissão da infecção chagásica
podem ser divididos em dois grupos: 1) os mecanismos
principais: por meio de vetores, transfusão sanguínea,
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transmissão oral e transmissão vertical; e 2) mecanismos
secundários: em acidentes de laboratório, contato com animais
infectados, transplante de órgãos e transmissão sexual (DIAS E
COURA, 1997; COURA, 2007).
A transmissão vetorial é a via mais importante para o
homem e ocorre por contaminação com fezes ou urina de
triatomíneos. O êxito desta via de transmissão depende da
frequência com que os triatomíneos defecam e se isso ocorre ou
não durante ou seguido a hematofagia. Embora mais de 100
espécies de triatomíneos sejam considerados vetores potenciais
de T. cruzi, cerca de 20 espécies apresentam importância
epidemiológica devido a sua capacidade de colonizar domicílios
humanos (SILVEIRA, 2000). No Brasil, cinco espécies têm
importância epidemiológica particular por seu comportamento
domiciliar: Triatoma infestans, Panstrongylus megistus, Triatoma
brasiliensis, Triatoma pseudomaculata e Triatoma sordida. As
demais espécies são silvestres e mantêm um ciclo natural
envolvendo mamíferos silvestres (DIAS E COURA, 1997; DIAS E
MACEDO, 2005; SCHMUÑIS, 2007; GALVÃO E JUSTI, 2015)
A doença de Chagas apresenta duas fases clínicas
sucessivas: aguda e crônica. A fase aguda corresponde ao
período inicial da infecção pelo T. cruzi em humanos e em vários
mamíferos, podendo apresentar-se aparente ou inaparente.
Nesta fase, a parasitemia com duração geralmente efêmera no
ser humano (entre três e oito semanas), é detectável por exames
parasitológicos diretos do sangue ou por sorologia convencional
(ELISA, RIFI ou testes Imunocromatográficos) (DIAS, 1984;
AMATO-NETO et al., 1997; LUQUETTI E RASSI, 2000).
Contudo, a maioria dos pacientes na fase aguda é assintomática
e, portanto, não diagnosticada nem clínica nem
laboratorialmente.
Na fase crônica, cerca de 70% dos indivíduos infectados
pelo T. cruzi se encontram na chamada forma assintomática ou
indeterminada, que se caracteriza pela presença de anticorpos
específicos e ausência de sintomas clínicos da doença. No
entanto, 30% dos indivíduos cronicamente infectados
desenvolvem complicações cardíacas ou digestivas anos ou
décadas após a infecção inicial, num estágio da doença em que
o parasitismo sanguíneo e tecidual é escasso. Cerca de 20 a
30% dos pacientes na fase crônica desenvolvem a forma
cardíaca, que pode levar à insuficiência cardíaca ou morte súbita
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em 70% e 30%, respectivamente. Aproximadamente 8 a 10%
dos pacientes desenvolvem manifestações digestivas
caracterizadas por dilatação patológicas de gravidade variável do
esôfago e cólon, frequentemente associadas com as
manifestações cardíacas (PRATA, 2001; RASSI et al., 2010).
Essa fase é caracterizada por níveis parasitêmicos circulantes
abaixo da capacidade de detecção por meio de exames
parasitológicos convencionais, sendo a infecção comprovada por
métodos sorológicos e/ou moleculares (LUQUETTI E RASSI,
2000).
Atualmente, no Brasil, há a predominância de casos
crônicos da doença de Chagas, sendo em sua maioria devido a
infecções passadas, de origem vetorial, relacionada à baixa
condição econômica da população afetada (DIAS et al., 2008;
COURA E DIAS, 2009; WHO, 2009). Nas últimas décadas,
devido principalmente a mudanças na forma de transmissão da
doença, pode-se observar, casos isolados ou surtos de doença
de Chagas na forma aguda, nos estados da Amazônia Legal,
Bahia, Ceará, Piauí, Santa Catarina e São Paulo (MINISTÉRIO
DA SAÚDE, 2012).
A transmissão vetorial é responsável por mais de 70% dos
casos em países onde não existe controle sistemático de
vetores. Da mesma forma, a transmissão transfusional pode
responder por mais de 20% dos casos em países sem
hemovigilância, como na Bolívia, onde metade dos doadores de
sangue está infectada com T. cruzi (COURA E ALBAJAR-VIÑAS,
2010).
Em 2006, o Ministério da Saúde do Brasil recebeu a
Certificação Internacional de Eliminação da Transmissão da
Doença de Chagas pelo Triatoma infestans, conferida pela
Organização Pan-Americana da Saúde. Embora a transmissão
vetorial esteja controlada, existem várias evidências
experimentais e observações de campo que demonstram a
transmissão do T. cruzi ao homem e vários mamíferos pela via
oral. Diferentes tipos de alimentos e veículos de carreamento do
flagelado têm sido implicados nesta modalidade de transmissão,
geralmente sendo os casos humanos relacionados com
triatomíneos infectados nas imediações do evento (DIAS, 2006;
STEINDEL et al., 2008; DE NOYA et al., 2010; DE NOYA et al.,
2015). A infecção por via oral se tornou o mais importante e
permanente mecanismo de transmissão da doença de Chagas
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no Brasil, já que a transmissão vetorial e transfusional do T. cruzi
foram controladas (COURA, 2006).
No ano de 2012 a doença de Chagas foi incluída na
London Declaration on NTDs, iniciativa resultante da parceria de
órgãos públicos e privados sob a chefia da Organização Mundial
de Saúde (WHO). Essa iniciativa estabelece metas de controle,
eliminação e erradicação de 10 doenças negligenciadas até o
ano de 2020. Dentre as doenças listadas estão: filariose linfática,
leishmaniose visceral, esquistossomoses, doença de Chagas,
entre outras. (CORASSA et al , 2016).
Embora muitos centros de pesquisa ao redor do mundo se
dediquem ao estudo da doença de Chagas, poucos avanços no
controle da doença e na diminuição de novos casos têm sido
alcançados. Em partes pela falta de recursos da maioria dos
laboratórios de pesquisa e muito pela falta de aplicabilidade dos
estudos realizados (TARLETON, 2016).
1.3.1 Doença de Chagas transmitida por via oral
A infecção adquirida por via oral não é um quadro
epidemiológico recente na doença de Chagas. A transmissão de
T. cruzi no ciclo enzoótico ocorre, principalmente, por via oral
entre mamíferos que se alimentam ocasionalmente de
triatomíneos infectados que, por sua vez, se alimentam do
sangue desses animais. No trabalho original de Chagas (1909) a
infecção de saguis Callitrix penicilatta com triatomíneos
infectados com T. cruzi foi atribuída à ingestão dos insetos. Ainda
no ciclo natural, a predação entre mamíferos deve colaborar para
a transmissão do parasito. Um mecanismo alternativo de
transmissão para outros animais e para humanos é a ingestão de
carne de caça crua ou mal cozida (AMUNARRIZ et al., 1991;
AGUILAR E YÉPEZ,1995; VALENTE et al., 1999; 2009; ROQUE
et al., 2008).
Os primeiros registros oficiais sobre a transmissão
experimental de T. cruzi pela via oral foram realizados na
Argentina por Natan-Larrier (1921), Brumpt (1931), Kofoid e
Donat (1933) e Cardoso (1933) em mamíferos que se
contaminaram após a ingestão de fezes de triatomíneos
infectados. Posteriormente, outros autores discutiram a
possibilidade de contaminação acidental de alimentos com T.
cruzi (VERGANI, 1952; DIAZ UNGRÍA, 1968). Mayer (1961) e
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Diaz Ungría (1964; 1967) observaram que experimentalmente,
animais podem se infectar com T. cruzi através da ingestão de
alimentos contaminados. Vários estudos relatam a transmissão
deste parasito pela via oral à diferentes hospedeiros através da
ingestão de diversas espécies de vetores (RICKMANN, 1966;
DIAZ UNGRÍA, 1969; DIAZ UNGRÍA E SOTO BRACHO, 1970;
DIAZ UNGRÍA E ZEUSS 1971; DAVIS, RUSSEL E ADAMS
1980, LAINSON et al., 1980). Roellig e colaboradores (2009)
relataram que a via de transmissão mais ativa do T. cruzi no
ambiente silvestre nos Estados Unidos é a ingestão de
triatomíneos infectados,  por guaxinins e gambás.
A partir do surgimento de novos surtos de doença de
Chagas aguda adquirida por via oral, diversos estudos passaram
a utilizar o modelo murino na tentativa de elucidar a dinâmica
dessa via de infecção. Estudos experimentais demonstraram que
o curso da infecção oral difere da infecção clássica
(intraperitoneal) e que ainda pode ser influenciada pela cepa do
parasito (CAMANDAROBA et al., 2002; CORTEZ et al., 2006;
DIAS et al, 2013; MAEDA et al, 2016). Outros autores revelaram
alterações no perfil de citocinas de ratos infectados por via oral
com relação à animais infectados por via intraperitoneal (KUEHN
et al., 2014), no entanto, a resposta imune do hospedeiro contra
a infecção por T. cruzi é um fenômeno intrínseco que depende
da cepa do parasito, do órgão infectado e  do tempo de infecção
(RODRIGUES et al., 2016).
Os primeiros casos de infecção humana pela via oral foram
registrados na Argentina quando Mazza (1936) descreveu a
infecção por T. cruzi após a ingestão de leite materno
contaminado. Diversos episódios de doença de Chagas aguda
foram relatados no Chaco argentino, na Amazônia equatoriana e
em várias regiões da Colômbia, todos associados a ingestão de
carne crua ou mal cozida de animais silvestres (MAZZA E
SCHURMAN, 1930; MAZZA et al. 1931; CARPINTERO, 1978;
AMUNARRIZ et al., 1991; RODRIGUEZ et al., 1992; AGUILAR E
YÉPEZ, 1995). Na Venezuela em 2007 ocorreu um surto com
103 casos em uma escola na periferia de Caracas, sendo 44
confirmados parasitologicamente. O surto foi atribuído a ingestão
de suco de goiaba contaminado com T. cruzi (DE NOYA et al.,
2010). Após esse evento mais dez surtos de doença de Chagas
aguda foram relatados na Venezuela, com 249 casos e 4 mortes
(DE NOYA et al., 2015). Na Colômbia foram registrados 6 surtos
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de doença de Chagas aguda transmitida por via oral no período
de 1992 à 2010. Estudos de caracterização genética utilizando
MLMT (Multilocus Microsatellite Typing) e mtMLST (mitochondrial
Multilocus Sequence Typing) em amostras de isolados de
pacientes, mostrou o envolvimento de parasitos dos genótipos
TcI e TcIV em surtos orais nesse país (RAMIREZ et al., 2013).
A primeira descrição deste tipo de transmissão ao homem
no Brasil ocorreu no Rio Grande do Sul e foi atribuída, entre
outras fontes, a alimentos contaminados pela urina de gambá
(NERY-GUIMARÃES et al., 1968). Desde então, surtos
simultâneos de doença de Chagas atribuídos a infecção oral
foram registrados em diferentes regiões do Brasil. Na região
Nordeste ocorreram surtos nas cidades de Catolé da Rocha, na
Paraíba (SHIKANAI-YASUDA, 1991), Macaúbas na Bahia (DIAS
et al., 2008) e Redenção no Ceará (ROQUE et al., 2008). Mesmo
naquelas regiões anteriormente consideradas não endêmicas
para a doença de Chagas, como Navegantes em Santa Catarina
(STEINDEL et al., 2008), e na Região Amazônica nos estados do
Pará, Amapá e Maranhão (PINTO et al., 2008; MONTEIRO et al,
2012), foram relatados diversos casos sempre associados a
formas agudas graves da doença e mortes humanas. Nos surtos
do Norte e Nordeste do Brasil os alimentos envolvidos foram
suco de frutas regionais como açaí e macaba e na região Sul, o
caldo de cana de açúcar, todos contaminados com T. cruzi.
De acordo com o Ministério da Saúde (2015) no período de
2000 a 2013 foram notificados 1.570 casos agudos da doença de
Chagas no Brasil, sendo 1.081 casos associados à transmissão
oral. Os estados brasileiros que registraram maior número de
casos foram o Pará, o Amazonas e Amapá, todos na Região
Amazônica onde predomina a forma de transmissão oral. Neste
mesmo período, foram registrados 16 óbitos por doença de
Chagas aguda no Brasil.
O aumento no número de surtos orais de doença de
Chagas aguda reportados no Brasil nos últimos anos pode ser
atribuído a um melhor diagnóstico e reconhecimento da doença
através de vigilância ativa, bem como a falta de boas práticas de
higiene no preparo dos alimentos e mudanças no ambiente
silvestre, aproximando os ecótopos dos vetores e reservatórios
das casas (SHIKANAI-YASUDA E CARVALHO, 2015). Durante
esses surtos é necessário que o tratamento aos doentes seja
feito imediatamente para previnir a transmissão da doença e que
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seja realizado um detalhado levantamento epidemiológico na
área indicando a possibilidade do aparecimento de novos casos
e apontando os vetores e reservatórios envolvidos (DIAS et al.,
2015).
No surto da doença aguda em Santa Catarina em 2005,
após confirmação laboratorial, constatou-se que 24 pessoas
foram infectadas pelo T. cruzi. Todos os indivíduos determinados
positivos relataram consumo de caldo de cana que foi associado
à provável moagem de triatomíneos durante a preparação do
caldo de cana. Três pacientes evoluíram para óbito sem
diagnóstico e a infecção pelo T. cruzi pós-mortem foi
comprovada em dois casos. Os isolados de T. cruzi obtidos
através de hemocultura dos pacientes infectados foram
inicialmente genotipados como TcII (STEINDEL et aI., 2008). No
entanto, utilizando-se novos marcadores moleculares observou-
se a presença dos genótipos TcII e TcIV em amostras isoladas
destes pacientes em fase aguda da doença (ANDRADE et al,
2011).
Até o presente, apenas os genótipos TcV e TcVI de T.
cruzi não foram encontradas em casos humanos associados aos
surtos de transmissão oral no Brasil, predominando TcI e TcIV
nos estados do Norte e TcII na região Sul do Brasil (STEINDEL
et al., 2008; MARCILI et al., 2009; VALENTE et al., 2009;
ANDRADE et al., 2011; MONTEIRO et al., 2011).
Apesar dos avanços na contenção da expansão da doença
de Chagas no Brasil, medidas de controle de focos naturais e
residuais de triatomíneos, bem como o controle da domiciliação
de novos vetores e a promoção de práticas de higiene na
prevenção da transmissão oral devem ser tomadas (CORASSA
et al., 2016).
1.4 Mecanismos moleculares da infecção por via oral pelo T.
cruzi
Experimentos de infecção por via oral em camundongos
mostraram que formas tripomastigotas metacíclicas são capazes
de invadir e se replicar no epitélio da mucosa gástrica, mas sem
evidência de invasão da orofaringe ou do esôfago de animais. A
mucosa gástrica parece ser a única via de entrada do T. cruzi
para a infecção sistêmica quando o parasito é ingerido (HOFT et
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al., 1996). Tripomastigotas possuem glicoproteínas de superfície
que os protegem da degradação pelo suco gástrico mantendo
sua infectividade mesmo no ambiente ácido do estômago
(MORTARA et al., 1992). Estudos posteriores mostraram que
algumas cepas são capazes de se tornar ainda mais infectivas
após o contato com o suco gástrico (CORTEZ et al., 2006;
COVARRUBIAS et al., 2007).
Para invadir as células epiteliais gástricas, as formas
tripomastigotas metacíclicas devem primeiramente se ligar à
camada de mucina gástrica e depois atravessá-la. Várias
moléculas de superfície do T. cruzi influenciam os mecanismos
moleculares da infecção por via oral e em conjunto, são
determinantes para a capacidade de invasão de células
mamíferas por tripomastigotas metacíclicos das diversas cepas
de T. cruzi.
A glicoproteína de superfície gp82 é um membro da
superfamília das trans-sialidases, altamente expressa em formas
tripomastigotas metacíclicas. Essa glicoproteína liga-se ao seu
receptor na célula hospedeira e inicia uma cascata de sinalização
que promove a mobilização de Ca2+, necessária para a
internalização do parasito (YOSHIDA et al., 2000). Na infecção
por via oral, a gp82 é resistente à degradação por pepsina em pH
ácido (CORTEZ et al., 2006). Sendo assim, essa sialidase tem
papel na invasão das células epiteliais da mucosa gástrica,
mediando a ligação à camada de mucina gástrica (NEIRA et al.,
2003) e posterior ligação às células epiteliais que induz uma
resposta de Ca2+ bidirecional requerida para a invasão (RUIZ et
al., 1998).
Algumas cepas de T. cruzi apresentam deficiência de gp82
e acabam por expressar uma glicoproteína de superfície de 30
kDa (gp30) que também é capaz de induzir a sinalização por
Ca2+. No entanto, a gp30 apresenta menos afinidade à mucina
gástrica que a gp82 resultando em níveis mais baixos de
parasitemia em camundongos experimentalmente infectados
com cepas deficientes de gp82 (CORTEZ et al., 2003; CORTEZ
et al., 2012). Outra glicoproteína importante no processo de
invasão celular é a gp90. Essa glicoproteína é abundantemente
expressa em formas tripomastigotas metacíclicas agindo como
modulador negativo na invasão celular (MALAGA E YOSHIDA,
2001). Para parasitos que expressam gp82 e gp90 em altos
níveis, existem duas particularidades: 1) parasitos que
35
expressam gp90 suscetível à digestão por pepsina apresentam
alta infectividade após a exposição ao suco gástrico ou 2)
parasitos que expressam gp90 resistente à digestão por pepsina
apresentam baixa capacidade infectiva (RUIZ et al., 1998).
Formas tripomastigotas metacíclicas e epimastigotas expressam
ainda as mucinas gp35/50 que assim como as gp82, ligam-se às
células alvo e provocam uma mobilização de Ca2+, contudo,
menos intensa que a induzida por gp82 (YOSHIDA et al., 1989;
RUIZ et al., 1998).
A severidade da doença de Chagas aguda reportada em
pacientes infectados por via oral pode ter como causa a
degradação da gp90 (regulador negativo da infecção)
(YOSHIDA, 2009). Cepas isoladas de pacientes em fase aguda
da doença infectados por via oral mostraram uma baixa
capacidade de infecção celular in vitro, mas apresentam
elevados níveis de parasitemia e mortalidade em camungongos
experimentalmente infectados por via oral (COVARRUBIAS et
al., 2007; TESTON et al., 2016).
A degradação da gp90 e por consequência o aumento da
infecciosidade do T. cruzi na infecção oral, foram comprovados
utilizando uma cepa isolada durante o surto de doença de
Chagas aguda em Santa Catarina. Esse isolado apresenta altos
níveis de expressão de gp90 detectados pelo anticorpo Mab5E7,
no entanto, após passagem em estômago de camundongos o
anticorpo não foi mais capaz de detectar essa glipoproteína,
comprovando que alguns isolados se tornam mais virulentos em




Dezenas de surtos de doença de Chagas aguda têm sido
reportados no Brasil, a maioria associados à transmissão oral.
Essa via de transmissão da doença para humanos e outros
mamíferos, foi demonstrada experimental, clínica e
epidemiologicamente. No entanto, estudos sobre a dinâmica da
infecção por via oral ainda são incipientes e diante da elevada
variabilidade genética do parasito precisam ser mais
investigados.
Apesar dos avanços na caracterização molecular do T.
cruzi, pouco se sabe sobre os mecanismos que determinam as
formas clínicas da doença de Chagas. No Brasil a grande maioria
dos casos crônicos da doença está relacionada apenas com T.
cruzi II, o que levanta a hipótese de seleção dessa linhagem
genética do parasito durante a infecção humana (GOMES et
al.,1998; MACEDO et al., 2004). Estudos sugerem que as
características biológicas do parasito, como infecciosidade e
capacidade de multiplicação, podem favorecer a seleção de
parasitos pertencentes à linhagem genética T. cruzi II e contribuir
para a patogenicidade da doença (PENA et al., 2011). O estudo
de caracterização das cepas de T. cruzi isoladas no surto de
doença de Chagas aguda em Santa Catarina mostrou que
vetores e reservatórios capturados em áreas próximas ao local
do surto apresentaram co-infecção com T. cruzi I e T. cruzi II,
enquanto cepas isoladas de humanos na fase aguda
apresentaram infecção apenas com T. cruzi II (STEINDEL et al.,
2008). Utilizando as mesmas cepas, porém técnicas moleculares
distintas, observou-se que uma cepa caracterizada apenas como
T. cruzi II nesta nova abordagem mostrou uma mistura de
populações pertencentes aos genótipos T. cruzi II e T. cruzi IV
(ANDRADE et al, 2011). Neste sentido, a presença de um ou
mais genótipos pode estar relacionada às diferentes
manifestações clínicas da doença aguda em humanos observada
durante esse surto (ANDRADE et al, 2011).
A avaliação in vitro da interação parasito-célula utilizando
diferentes cepas de T. cruzi mostrou ausência de correlação
entre as características biológicas de infectividade, parasitemia e
mortalidade in vivo e as taxas de infecção e multiplicação
intracelular em três diferentes linhagens celulares (TOMA et al.,
2000). Estudos de co-infecção experimental em camundongos
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com as cepas JG e CL Brener de T. cruzi mostraram que animais
co-infectados apresentaram uma diminuição da inflamação e da
gravidade da doença sugerindo algum mecanismo de modulação
da resposta imunológica (RODRIGUES et al., 2010). A via oral
de infecção presente nos surtos de doença de Chagas aguda
ainda é pouco compreendida. Estudos experimentais indicam
que animais inoculados por via intragástrica com diferentes
formas evolutivas de T. cruzi e de diferentes genótipos
apresentam parasitemia mais tardia e mais discreta com relação
aos animais inoculados por via intraperitoneal (CAMANDAROBA
et al., 2002; DOMINGUES et al., 2016). O perfil de infecção
mostrou diferenças em relação as taxas de infecciosidade e
mortalidade e ao perfil histopatológico nos animais inoculados
com tripomastigotas sanguíneos e metacíclicos (DIAS et al,
2013).
O modelo murino tem se mostrado uma importante
ferramenta para melhor compreender a dinâmica da infecção
pelo T. cruzi. Em camundongos, a doença de Chagas manifesta-
se de forma semelhante à observada na infecção em humanos,
sendo influenciada pelo background genético do animal e pela
cepa infectante. Apesar de esse modelo ser amplamente
utilizado na pesquisa com T. cruzi, os mecanismos de interação-
parasito-hospedeiro ainda precisam ser mais bem elucidados.
Para isso, o estabelecimento de um modelo experimental
murino reprodutível de infecção pela via oral, bem como a
utilização de parasitos geneticamente modificados expressando
proteínas fluorescentes de fácil detecção, podem ser valiosos no




Desenvolver linhagens TcI e TcII de Trypanosoma cruzi
expressando proteínas fluorescentes para estudo da interação
parasito-hospedeiro
Objetivos Específicos:
 Transfectar as cepas TcI e TcII com  plasmídeos
integrativos contendo as sequências das proteínas RFP e GFP;
 Avaliar a expressão de proteínas fluorescentes nos
diferentes estágios de vida do parasito;
 Avaliar o crescimento de cepas transfectadas em ensaios
de co-cultura;
 Avaliar a dinâmica da infecção das cepas transfectadas
TcI e TcII de T.cruzi e suas misturas em Triatoma tibiamaculata;
 Avaliar a dinâmica da infecção das cepas transfectadas
TcI e TcII de T.cruzi e suas misturas em camundongos Balb/C;
 Detectar e estimar pela qPCR a carga parasitária tecidual
em camundongos infectados com as cepas transfectadas TcI e
TcII e suas misturas;
 Avaliar a distribuição tecidual das cepas TcI e TcII e suas





Para este estudo foram utilizadas a cepa SC25 de T. cruzi,
isolada de Didelphis marsupialis (STEINDEL et al., 1995) e
pertencente à DTU TcI e as cepas SC96, isolada em 2005
através da hemocultura de um paciente em fase aguda durante
um surto de doença de Chagas por via oral em Santa Catarina
(STEINDEL et al., 2008)  e  Y de T. cruzi também isolada de um
paciente na fase aguda da doença (SILVA & NUSSENZWEIG,
1953), ambas pertencentes à DTU TcII. Os parasitos foram
mantidos a 27ºC em meio LIT (liver-infusion tryptose),
suplementado com 10% de soro bovino fetal através de repiques
semanais. A fim de comprovar que as cepas pertenciam as DTUs
correspondentes foi realizada a amplificação diferencial de um
fragmento do espaçador não-transcrito do gene do mini-éxon
segundo protocolo descrito por Souto e colaboradores (1996).
4.2 Plasmídeos vetores
Foram utilizados os vetores pROCKGFPNeo,
pTREXGFPNeo e pTREXRFPNeo, gentilmente cedidos pela Dra.
Santuza M. R. Teixeira da Universidade Federal de Minas Gerais
(UFMG). O vetor pROCKGFPNeo descrito por DaRocha e
colaboradores (2004) permite a integração de genes exógenos
via recombinação homóloga com o loco de ß-tubulina, um gene
multicópia, o que facilita o evento de recombinação (figura 2A).
Já os vetores de expressão pTREXGFPNeo e pTREXRFPNeo
são derivados do vetor pTREX descrito por Vazques e Levin
(1999). Eles contêm as seguintes sequências: espaçador
ribossomal que é parte integrante do promotor de rRNA;
promotor de RNA ribossômico que assegura um alto nível de
transcrição do gene repórter; HX1 que é um sinal altamente
eficiente para processamento do mRNA por trans- splicing; gene
codificador da proteína verde fluorescente de Aquorea victoria
(GFP) ou a proteína vermelha fluorescente (RFP) de Discosoma
spp; região intergênica e 3’UTR do gene de gGAPDH, que são
sinais para trans-splicing e poliadenilação do gene de Neomicina,
respectivamente e região codificadora para a neomicina
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fosfotransferase (NEOr) que confere resistência a neomicina e ao
seu análogo G418 (figura 2B).
Figura 2: Esquema representativo dos vetores de expressão: (A)
pROCKGFPNeo e (B) pTREXGFP/RFPNeo.
4.3 Transformação de células cálcio competentes
Alíquotas de bactérias E. coli (cepa DH5α), tratadas
previamente com CaCl2 (SAMBROOK et al., 1989), foram
misturadas com o plasmídeo, e então mantidas em banho de
gelo por 30 minutos, transformadas por choque térmico a 42ºC
por 45 segundos e em seguida transferidas para banho de gelo
por 2 minutos. A este material foram adicionados 300 µL de meio
SOC líquido (2% de triptona, 1% de extrato de levedura, 0,5% de
NaCl 1M, pH 7,0) sendo incubado por 1 hora a 37 ºC sob
agitação constante (100 rpm). Em seguida, toda a suspensão da
cultura transformada foi plaqueada em meio LB (Luria Bertani)
ágar (1,5%) suplementado com 100μg /mL de ampicilina.
4.4 Obtenção e restrição do DNA plasmidial
O DNA plasmidial dos clones considerados positivos foram
preparados utilizando o “kit” PureYeld™ PlasmidMidiprep System
(Promega), de acordo com instruções do fabricante. As amostras
de DNA plasmidial obtidas foram dosadas em espectrofotômetro
BioPhotometer (Eppendorf) a 260 nm, sendo o grau de pureza
das amostras determinado pela relação da absorbância a
260/280nm.
As digestões do DNA plasmidial foram realizadas nas
proporções de uma unidade da enzima de restrição NheI (New
A B
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England, BioLabs) para cada 1 µg de DNA, na presença do
tampão especificado pelo fabricante a 37ºC overnight. Em
seguida o DNA foi precipitado na presença de isopropanol 100%
e centrifugado a 14000 rpm por 30 minutos. Esse precipitado foi
lavado com etanol 70% e novamente centrifugado por 5 minutos.
Após secagem o precipitado de DNA foi solubilizado em água.
Os produtos das digestões do DNA plasmidial foram submetidos
à eletroforese em géis de agarose 1% em tampão TBE 1X
(0,01M de Tris base, 0,09% de ácido bórico anidro, 0,1% de
EDTA 0,5M pH 8,0), nos quais as amostras foram aplicadas na
presença do tampão de amostra 2X (0,25% de azul de
bromofenol, 0,25% de xilenocianol, 30% de glicerol). Após
coloração por 0,5 µg/mL de brometo de etídeo os géis foram
visualizados à luz ultravioleta e fotografados.
4.5 Transfecção das formas epimastigotas de T. cruzi
Epimastigotas na fase exponencial de crescimento foram
transfectados utilizando o aparelho Nucleofector® (Lonza, Basel),
nas seguintes condições: 5 x 107 parasitos cultivados em meio
LIT foram centrifugados, lavados duas vezes com PBS e
ressuspendidos em tampão de eletroporação (H2O contendo
0,5M NaPO4, 0,3M KCl, 0,5M Hepes e 50mM CaCl2). A essa
suspensão de células foram adicionados 10µg de DNA plasmidial
e o volume final de 100µl foi transferido para cubetas de
eletroporação de 0,4 centímetros (cm) de abertura. O programa
U-33 do aparelho de transfecção foi selecionado e após pulso
único, os parasitos foram transferidos para tubos contendo ágar-
sangue e 2 ml de meio LIT e mantidos a 27ºC.
4.6 Seleção de parasitos transfectados
Para a seleção dos parasitos transfectados foi utilizado o
antibiótico G418 (Geneticin) (Sigma-Aldrich). Este composto é
um aminoglicosídeo relacionado com a Gentamicina e é
amplamente utilizado como agente seletivo. Por ser um análogo
de sulfato de neomicina, ele interfere diretamente na síntese de
proteínas em células eucarióticas. Após 24 horas da realização
do processo de transfecção, as culturas foram acrescidas de
G418 em uma concentração inicial de 250µg/ml.
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4.7 Citometria de fluxo
Para a análise de T. cruzi por citometria de fluxo 200 µl da
cultura dos parasitos transfectados foram lavados duas vezes
com PBS e o sedimento celular foi suspendido em 500µl do
mesmo tampão para a avaliação (50.000 eventos) em citômetro
FACSCantoII (BD Biosciences). Os dados da citometria de fluxo
foram analisados por tamanho (FSC) e complexidade (SSC) para
a escolha da população. A identificação dos parasitos
fluorescentes foi realizada em histograma utilizando os canais
FITC e PerCP. Os dados obtidos foram analisados pelo
programa Flowing® 2.5.1. (Turku).
4.8 Ensaios de co-cultura
Para os ensaios de co-cultura em meio axênico, misturas
contendo um total de 4 x 106 formas epimastigotas/ml foram
cultivados em meio LIT nas seguintes proporções: 90% de
parasitos TcI e 10% de parasitos TcII, 50% de ambas as cepas e
10% de TcI e 90% de TcII. As amostras foram submetidas à
análise por citometria de fluxo utilizando os canais FITC para
detecção de fluorescência verde e PerCP para detecção de
parasitos expressando fluorescência vermelha. Os ensaios em
triplicata foram realizados em dias alternados por um período de
até treze dias e analisados no programa Flowing® 2.5.1. (Turku).
O teste t de Student foi utilizado para a comparação dos
percentuais de parasitos fluorescentes apresentados pelas cepas
no primeiro e último dia do co-cultivo.
4.9 Células
4.9.1 Infecção de culturas de células Vero com T. cruzi
Células Vero foram cultivadas em garrafa de cultura de 75
cm2 em meio DMEM (Dulbecco's Modified Eagle Medium) + 5%
de soro bovino fetal (SBF) a 37ºC, 5% CO2, por repiques
semanais. As células foram infectadas com formas
tripomastigotas provenientes de cultura axênica das cepas
SC25RFP, SC96GFP e YGFP por um período de 12 horas em
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meio DMEM. Após incubação as monocamadas foram lavadas
com PBS para remoção de parasitas não internalizados e
novamente incubados em meio DMEM a 37ºC, 5% CO2. A partir
de 72 horas após a infecção as formas tripomastigotas presentes
no sobrenadante foram coletadas e utilizadas nos ensaios de
infecção de células da linhagem THP-1 e infecção de
camundongos Balb/C.
4.9.2 Infecção de células THP-1 com T. cruzi
As células THP-1 (linhagem humana de origem monocítica,
derivada de paciente com leucemia monocítica aguda –
ATCC#TIB-202) foram cultivadas em garrafa de cultura de 75
cm2 em meio RPMI- 1640 (Roswell Park Memorial Institute –
HiMedia Laboratories) pH 7,4 suplementado com 10% SBF, 12,5
mM de Hepes (Gibco), 2 mM de Glutamax®, (Gibco), 1 mM de
Piruvato de Sódio (Gibco) e mantidas a 37ºC com atmosfera de
5% de CO2.
As células foram mantidas através de repiques semanais
na densidade de 3 x 105 células por ml em 12 ml. A identificação
de células viáveis foi determinada com o uso do corante de
viabilidade celular Azul de Trypan (0,02 %), quantificadas em
câmara de Neubauer e ajustadas na concentração desejada em
meio RPMI.
Células THP-1 coletadas no 4º dia de crescimento foram
quantificadas e induzidas à diferenciação em fagócitos aderentes
semelhantes a macrófagos conforme descrito por Schwenden e
colaboradores (1996). Em placas de 24 poços contendo
lamínulas de vidro estéreis, foram cultivadas 1,5 x 105
células/poço em meio RPMI completo acrescido de Forbol-12-
miristato-13-acetato (PMA) (Sigma-Aldrich) na concentração de
100 ng/ml a 37ºC com atmosfera de 5% de CO2 por 72h. As
células THP-1 diferenciadas foram infectadas com
tripomastigotas oriundos de cultura celular (células VERO) das
cepas SC25RFP e YGFP e de suas misturas na proporção de
5:1 parasito/célula. Após período de incubação de 4 horas as
monocamadas foram lavadas com PBS para remoção de
parasitos não internalizados e novamente incubadas em meio
RPMI completo a 37ºC, 5% CO2. As culturas foram avaliadas em
microscópio de fluorescência nos tempos: 24 e 72 horas após a
infecção e a taxa de infecção foi determinada através do
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percentual de células infectadas em 200 células contadas
aleatoriamente. O tempo de duplicação das cepas TcI, TcII e de
suas misturas foi determinado pelo website doubling-time.com
utiizando a seguinte fórmula:
Onde:
TD = tempo de duplicação
T1 = tempo final de observação
T0 = tempo inicial de observação
N1 = número médio de parasitos por célula após 72 horas de interação
N0 = número médio de parasitos por célula após 24 horas de interação
4.10 Infecção em Triatoma tibiamaculata
Os triatomíneos foram mantidos em insetário em
condições de temperatura, umidade relativa e luz controladas,
sendo alimentados em intervalos de 15 dias. Para estudos de
interação parasito-vetor, grupos de 10 ninfas de 3o instar de T.
tibiamaculata foram alimentadas artificialmente com as cepas
transfectadas SC25RFP, YGFP e suas misturas em diferentes
proporções.
Para a alimentação artificial cerca de 5 ml de sangue
murino desfibrinado e inativado foram misturados a 3 ml de
cultura contendo, aproximadamente, 106 formas epimastigotas.
Essa suspensão foi colocada em alimentadores artificiais e a
alimentação realizada conforme o descrito por Garcia e
colaboradores (1989). Durante todo o experimento a temperatura
dos alimentadores foi mantida constante em 37°C por meio da
passagem de água aquecida, sendo o conteúdo dos
alimentadores homogeneizado a cada 30 minutos para evitar a
sedimentação dos parasitos. Ao término de 2 horas os
alimentadores foram retirados e as ninfas mantidas em
condições controladas, alimentadas quinzenalmente e o
desenvolvimento dos parasitos foi monitorado através de
microscopia convencional e de fluorescência.
Após 45 dias de infecção o intestino médio e ampola retal
dos triatomíneos foram retirados para a realização de extração
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de DNA através do método de fenol-clorofórmio. Foram
realizados ensaios de PCR convencional para determinação da
infecção e de PCR em tempo real (qPCR) para quantificar as
proporções de parasitos TcI e TcII presentes nas amostras de
intestino dos insetos.
4.11 Camundongos
Camundongos BALB/c oriundos do Biotério Setorial do
Departamento de Microbiologia, Imunologia e Parasitologia (MIP)
foram utilizados para ensaios de co-infecção por via oral.  Todos
os procedimentos foram realizados na observância dos preceitos
estabelecidos pelo Colegiado Brasileiro de Experimentação
Animal – COBEA, tendo sido aprovados pela Comissão de Ética
em Uso de Animais da Universidade Federal de Santa Catarina
(Protocolo PP00847/CEUA).
4.11.1 Infecção de camundongos BALB/c por via oral com
as cepas transfectadas de T. cruzi e suas misturas
Grupos de 8 camundongos fêmeas da linhagem Balb/C
com 5 a 6 semanas de idade foram infectados pela via oral por
gavagem em um volume de 0,3 ml de caldo de cana contendo 5
x 105 tripomastigotas das cepas transfectadas SC25 (TcI), YGFP
(TcII) e de suas misturas nas seguintes proporções: TcI 90%/
TcII 10%, TcI 50%/ TcII 50% e TcI 10%/ TcII 90%. Os animais
foram mantidos em biotério climatizado em ciclo claro/escuro de
12 horas com ração e água ad libitum.
A parasitemia sanguínea foi realizada em intervalos de
dois dias a partir do 2º dia após a inoculação até o trigésimo dia
pela técnica de Brener (1962) em microscópio de fluorescência.
Foram determinados o período pré-patente, a duração da
parasitemia e a mortalidade cumulativa. Os dados médios ±
desvio padrão da média de cada dia de contagem foram
utilizados para determinação da curva de parasitemia. Os
animais que não apresentaram parasitemia sanguínea detectável
no exame de sangue a fresco foram submetidos à hemocultura e
PCR para comprovação da infecção.
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4.11.2 Avaliação histopatológica de camundongos
infectados com as cepas transfectadas de T. cruzi e suas
misturas
Dois animais infectados de cada grupo foram sacrificados
por deslocamento cervical 24 horas após a infecção (Tempo 1) e
em seguida foram coletados o estômago, duodeno e reto para
avaliação histopatológica. No 22º dia após a infecção (Tempo 2)
foram sacrificados dois animais de cada grupo e no 45º dia após
a infecção (Tempo 3) todos os animais sobreviventes foram
sacrificados. Foram coletados os seguintes órgãos dos animais
eutanasiados nos tempos 2 e 3: estômago, duodeno, reto,
coração, músculo esquelético, fígado e baço. Cada órgão foi
dividido em duas partes, uma delas foi fixada em formalina
tamponada (10%) e processada através da técnica de histologia
convencional. Para tanto, cortes seriados de 5µm de espessura
foram corados com hematoxilina-eosina e examinados em
microscópio óptico em toda a sua extensão, determinando-se a
presença do parasito (parasitismo tecidual) e a caracterização do
infiltrado inflamatório. A intensidade do parasitismo e do
processo inflamatório foram assim classificados: (0) = ausência
de parasitismo ou de inflamação, (1) = grau discreto, (2) = grau
moderado e (3) = grau intenso. A outra parte do material foi
preservada em álcool 70% à 4ºC para as análises de PCR
convencional e qPCR.
4.12 Reação em cadeia da polimerase (PCR)
As amostras de tecido de animais e insetos infectados
coletadas foram submetidas à extração de DNA genômico
através do método de fenol-clorofórmio (SAMBROOK E
RUSSELL 2001) e em seguida dosadas em espetrofotômetro
(BioPhotometer, Eppendorf) para a determinação da qualidade e
pureza do DNA extraído. Com a finalidade de detectar a
presença do parasito nesses tecidos foram utilizados 10 pmol/µl
dos iniciadores S35 (AAA TAA TGT ACG GGT GGA GAT GCA
TGA) e S36 (GGG TTC GAT TGG GGT TGG TGT) dirigidos a
região dos minicírculos do kDNA de T. cruzi, em reações de PCR
contendo 50 ng do DNA a ser analisado, 200µM de dNTP e 1
unidade de Taq DNA polimerase (GoTaq Green Master Mix –
Promega) em tampão fornecido pelo fabricante. As reações
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iniciaram-se com uma etapa de desnaturação do DNA a 94ºC
durante cinco minutos. Em seguida foram realizados 34 ciclos de
desnaturação (94ºC por um min), ligação dos iniciadores a
sequência alvo (60ºC por um min) e elongamento da cadeia de
DNA pela polimerase (72ºC por um min), sendo esses passos
realizados em um termociclador Veriti 96-Well Thermal Cycler
(Applied Biosystems). Os produtos de PCR obtidos foram
resolvidos em géis de poliacrilamida 10% e corados pelo brometo
de etídeo (1 mg/ml)
As amostras detectadas positivas através da PCR
convencional foram utilizadas para identificação e quantificação
diferencial dos parasitos através da detecção dos genes
repórteres RFP e GFP pela técnica de PCR em tempo real
(qPCR).
Para o gene repórter RFP, os seguintes iniciadores foram
utilizados: RFP F: (AGG TCA AGA CCA CCT ACA TG) e RFP R:
(CTC GTA CTG TTC CAC GAT G) e para o gene repórter GFP
foram utilizados os iniciadores: GFP F: (GAA GCG TTC AAC
TAG CAG AC) e GFP R: (GTG GAC AGG TAA TGG TTG TC).
As reações foram realizadas utilizando o reagente GoTaq®
qPCR Master Mix (Promega), com 0,5µM de cada iniciador e
100ng do DNA molde em um volume final de 10µL no aparelho
ABI Prism 7900 HT SDS (Applied Biosystems). Um controle
negativo sem DNA foi adicionado para cada conjunto de
iniciadores em todas as placas. As condições térmicas foram de
95ºC por 10minutos, seguido de 40 ciclos de 95ºC por 15s e
60ºC por 1min. A etapa final foi incluída para a obtenção da
curva de dissociação (95ºC, 60ºC e 95ºC por 15s cada). ), que
apresenta um único pico e temperaturas de Melting distintas para
cada gene, sendo em torno de 85,5ºC para RFP e 79ºC para o
GFP.
Visando a quantificação dos parasitos, uma curva padrão
foi estabelecida com 7 diluições seriadas (1:10) de
concentrações conhecidas dos plasmídeos pTREXRFPNeo e
pROCKGFPNeo contendo os genes repórteres RFP  e GFP
respectivamente.
4.13 Ensaio de infecção em células Vero de parasitos
transfectados tratados com pepsina.
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Para avaliar o efeito da pepsina (enzima presente no suco
gástrico) sobre a capacidade de infecção celular das cepas TcI e
TcII, os parasitos foram incubados pelo período de 1 hora
juntamente com 2 mg/ml de pepsina (Pepsin from porcine gastric
mucosa- Sigma-Aldrich) em tampão citrato pH 3,5. Após
incubação, os parasitos foram lavados em PBS adicionados a
cultura de células Vero na proporção de 5 parasitos por célula
(MAEDA et al., 2016). Após 4 horas de interação as
monocamadas de células foram lavadas com PBS para a retirada
dos parasitos não internalizados e incubadas em meio DMEM
com 5% de soro bovino fetal à 37°C em atmosfera de 5% de
CO2. Vinte e quatro horas após a infecção, as monocamadas
celulares foram coradas com Giemsa e a taxa de infecção foi
determinada pela contagem de células infectadas em 200 células
contadas aleatoriamente.
Parasitos das cepas transfectadas TcI e TcII não tratados
com pepsina foram utilizados como controle. Adicionalmente,
1mg/ml de BSA foi incubado com 2 mg/ml de pepsina em tampão
citrato pH 3,5 por 1 hora à 37°C para comprovar a atividade da
enzima. Após a incubação o BSA tratado com a enzima foi
submetido a eletroforese em SDS-PAGE e corado com
Comassie Blue. Uma amostra de BSA não tratada na
concentração de 1 mg/ml foi utilizada como controle.
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5. RESULTADOS
5.1 Caracterização genética das cepas de T. cruzi
Com o intuito de confirmar se as cepas selecionadas para
esse estudo, SC25 e SC96, apresentavam as características
genéticas correspondentes às DTUs TcI e TcII, respectivamente,
foi realizada a amplificação diferencial de um fragmento do
espaçador não-transcrito do gene do mini-éxon segundo
protocolo de Souto e colaboradores (1996). Após amplificação
específica desse gene, a amostra de DNA da cepa SC25
apresentou um perfil de banda de 350 pares de base (pb),
característico de cepas pertencentes à DTU TcI e a cepa SC96
apresentou perfil de banda característico de linhagens
pertencentes à DTU TcII (300pb) (figura 3).
Figura 3: Perfis de DNA obtidos através da amplificação do gene do
mini-éxon de T.cruzi. PM: Padrão de peso molecular (plasmídeo pUC
digerido com a enzima Hae III); TcI: Cepa Colombiana representativa da
DTU TcI; TcII: Cepa Y representativa da DTU TcII; CN: Controle
negativo da reação de amplificação.





5.2 Transfecção integrativa de formas epimastigotas de T.
cruzi e seleção de parasitos fluorescentes
Com o objetivo de gerar parasitos transfectantes que
expressassem proteínas fluorescentes, parasitos das cepas
SC25 foram transfectados com o vetor de expressão
pTREXRFPNeo e parasitos da cepa SC96 foram transfectados
com  pROCKGFPNeo. Após 24 horas da transfecção, já foi
possível observar parasitos expressando as proteínas RFP e
GFP, evidenciando o sucesso do processo de transfecção. As
populações de parasitos transfectados e resistentes ao G418
apresentaram intensas fluorescências vermelha e verde, quando
examinadas em microscópio de fluorescência (figura 4). Tanto a
mobilidade quanto a morfologia normal dos parasitos foram
mantidas, indicando que o processo de transfecção não alterou
as características morfológicas das células.
Figura 4: Expressão de RFP e GFP pelas formas epimastigotas de T.
cruzi. A: Cepa SC25 expressando proteína vermelha fluorescente; B:
Cepa SC96 expressando proteína verde fluorescente. Imagens obtidas
em microscópio de fluorescência (Olympus) utilizando objetiva de 100X,
filtros para rodamina (A) e FITC (B).
Com a finalidade de selecionar apenas os parasitos que
expressassem proteínas fluorescentes, doses crescentes de
G418 (250; 500; 750 até 1000 µg/ml) foram utilizadas. Parasitos
não transfectados também foram expostos as mesmas
concentrações do antibiótico para avaliação do tempo de
sobrevivência. Nas concentrações acima de 500 µg/ml foi
observada a morte dos parasitos controle após 4 ou 5 semanas
para a cepa SC25 e 6 semanas para a cepa SC96.
A B
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O processo de seleção foi bem sucedido para os parasitos
da cepa SC25RFP utilizando doses de G418 acima de 500
µg/ml. Diferenças quanto ao nível de expressão e porcentagem
de parasitos fluorescentes não foram observadas quando as
culturas transfectadas foram expostas a diferentes
concentrações do antibiótico. Para avaliar a estabilidade da
expressão de RFP, parasitos foram cultivados durante seis
meses na ausência de Geneticin. A retirada total do antibiótico
não alterou os níveis de expressão da proteína fluorescente que
se mantiveram constantes e semelhantes aos níveis
apresentados por parasitos cultivados com as demais
concentrações de G418 (figura 5).
As culturas de parasitos com as concentrações de 500;
750 e 1000 µg de Geneticin e ainda parasitos cultivados na
ausência do antibiótico foram submetidos à análise por citometria
de fluxo. Os histogramas resultantes dessa análise permitem a
determinação da porcentagem de parasitos fluorescentes em
comparação com o perfil gerado pela cepa não transfectada.
Para todas as culturas analisadas as porcentagens de parasitos
fluorescentes foram de 95 a 97%, evidenciando o sucesso no
processo de seleção e demonstrando que o nível de expressão
das proteínas fluorescentes não pode ser aumentado pelo
incremento da concentração de antibiótico.
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Figura 5: Comparação entre parasitos transfectados expostos a
diferentes concentrações de Geneticin (G418). Imagens resultantes da
análise por citometria de fluxo. Os histogramas apresentam o perfil de
parasitos não transfectados (preto) e parasitos expressando RFP
(vermelho). Parasitos transfectados expostos à concentração de 500
µg/ml de G418 (A); 750 µg/ml (B); 1000 µg/ml (C) e parasitos cultivados
na ausência da droga (D). PerCP – filtro para detecção de emissão em
488 nm.
Para a cepa SC96GFP, embora fossem utilizadas as
mesmas concentrações do antibiótico, a visualização e a seleção
de parasitos expressando fluorescência verde tornaram-se cada
vez mais difíceis. No entanto os parasitos dessa cepa
transfectada apresentavam resistência a grandes doses de
G418.  Com a finalidade de selecionar apenas clones de
parasitos expressando GFP, foram realizadas clonagens por
diluição limitante, no entanto, apenas parasitos não-fluorescentes
foram encontrados.
Devido à dificuldade na obtenção de parasitos
expressando GFP, epimastigotas da cepa SC96 foram
submetidos a um novo processo de transfecção, utilizando neste
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momento o vetor de expressão pTREXGFPNeo e após 24 horas,
parasitos fluorescentes já foram visualizados em microscópio de
fluorescência. Assim sendo, a cultura dos parasitos transfectados
foi dividida em dois tubos e iniciou-se o processo de seleção com
o uso de 250 µg e 400 µg/ml de G418. Duas semanas após a
adição do antibiótico observou-se uma considerável queda na
densidade dos parasitos e foi possível observar uma grande
porcentagem de parasitos fluorescentes. Doses crescentes de
Geneticin foram adicionadas até a concentração de 1 mg/ml e
em seguida, os parasitos foram clonados por diluição limitante a
fim de selecionar apenas clones fluorescentes. Após o processo
de clonagem foi possível observar que os níveis de fluorescência
apresentados pelos parasitos ainda se mostravam bastante
distintos, embora não fossem observados parasitos não
fluorescentes.
Os parasitos transfectados foram submetidos à citometria
de fluxo e os histogramas resultantes dessa análise
possibilitaram determinar que aproximadamente 96% dos
parasitos da cepa SC96GFP estavam fluorescentes em relação
ao perfil gerado pela cepa não transfectada (figura 6). Esses
dados mostram que os diferentes níveis de fluorescência
observados em microscópio não interferem na análise realizada
por citometria de fluxo, que independentemente do nível de
fluorescência, foi capaz de detectar o parasito.
Figura 6: Histograma dos parasitos da cepa SC96GFP. Imagem
resultante da análise por citometria de fluxo no aparelho FACSCanto II.
O histograma mostra o perfil de parasitos expressando GFP (verde) em
relação aos parasitos não transfectados (preto). Filtro para FITC.
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Os parasitos da cepa SC96GFP passaram a ser cultivados
na ausência do antibiótico G418 para avaliar a estabilidade da
expressão da proteína fluorescente verde e após três meses
observou-se que a cultura desses parasitos se comportava de
forma semelhante a culturas cultivadas na presença do agente
de seleção (figura 7). Os histogramas resultantes da análise por
citometria de fluxo mostram que os parasitos cultivados na
presença de Geneticin (1 mg/ml) apresentaram
aproximadamente 96% de parasitos fluorescentes, enquanto que
aqueles cultivados na ausência do antibiótico apresentaram 93%
de parasitos fluorescentes.
Figura 7: Comparação entre parasitos transfectados cultivados na
presença ou ausência de Geneticin (G418). Imagens resultantes da
análise por citometria de fluxo. Os histogramas apresentam o perfil de
parasitos não transfectados (preto) e parasitos expressando GFP
(verde), ambos da cepa SC96. Parasitos transfectados expostos à
concentração de 1 mg/ml de G418 (A) e parasitos transfectados
cultivados na ausência da droga (B). Filtro para FITC.
5.3 Expressão de proteínas fluorescentes nos diferentes
estágios de vida do parasito
5.3.1 Avaliação do crescimento in vitro das cepas
transfectadas em cultivo axênico
Para avaliar se o processo de transfecção e a expressão
de proteínas fluorescentes alteram o padrão de crescimento de
formas epimastigotas, foram realizadas análises comparativas
dos perfis de crescimento dos parasitos transfectadas e
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selvagens das cepas SC25 e SC96. Curvas de crescimento das
cepas transfectadas e suas cepas parentais mostraram perfil de
crescimento semelhante. O número máximo de parasitos no 10º
dia de cultivo para as cepas SC25 e SC25RFP atingiu 4 x 107
parasitos/ml e para as cepas SC96 e SC96GFP o pico ocorreu
no 10º e 11º dia de cultivo, respectivamente, atingindo 3 x 107
parasitos/ml (figura 8A e 8B). Os resultados demonstram que o
procedimento de transfecção não ocasionou diferenças no
crescimento e no tempo de duplicação in vitro das cepas
transfectadas em relação às cepas parentais.
Figura 8: Análise comparativa de crescimento das cepas transfectadas
de Trypanosoma cruzi em relação às cepas parentais. A: Curvas de
crescimento das cepas SC25 e SC25RFP; B: Curvas de crescimento
das cepas SC96 e SC96GFP. O número inicial de parasitos foi de 4 x
106 parasitos/ml. Os dados representam a média de três replicatas
biológicas e desvio padrão de contagens diárias para cada uma das
cepas.
5.3.2 Infecção celular com cepas transfectantes de T.
cruzi
Com a finalidade de avaliar a expressão de proteínas
fluorescentes na forma amastigota e a capacidade de infecção
celular das cepas transfectadas, células da linhagem Vero foram
infectadas com formas tripomastigotas provenientes de cultura
axênica das cepas SC25RFP e SC96GFP. No terceiro dia após a
infecção com a cepa SC25RFP foi possível observar formas
amastigotas fluorescentes no interior das células. Seis dias após
a infecção, os núcleos das células Vero e dos parasitos foram
corados com DAPI. As amostras foram visualizadas em
microscópio de fluorescência e observou-se que os parasitos
transfectados da cepa SC25 foram capazes de completar o ciclo
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intracelular e manter a fluorescência nas formas amastigota e
tripomastigota. (figura 9).
Em várias tentativas de infecção de células Vero com
parasitos da cepa SC96GFP não foram observadas formas
amastigotas em seu interior indicando que a cepa transfectada
foi incapaz de infectar esta linhagem celular. Por esse motivo
foram utilizadas células THP-1 que possuem a capacidade de
fagocitar o parasito facilitando sua internalização na célula. No
dia seguinte à infecção, foram observadas no interior das células,
formas amastigotas verdes fluorescentes e sua visualização
tornou-se cada vez mais frequente com o passar dos dias,
indicando a ocorrência do processo de multiplicação intracelular
(figura 10). Embora os amastigotas estivessem presentes na
cultura celular, não foram observadas formas tripomastigotas no
interior das células ou mesmo no sobrenadante, indicando que o
processo de diferenciação de amastigotas para tripomastigotas
não ocorreu. Várias tentativas de infecção foram realizadas, mas
em nenhuma delas os parasitos da cepa SC96GFP foram
capazes de completar o ciclo intracelular. Diante disso, os
ensaios subsequentes de co-infecção celular foram realizados
com parasitos da cepa Y transfectados de maneira integrativa
com o plasmídeo pROCKGFPNeo (desenvolvida pela aluna de
mestrado Ana Paula Machado do Nascimento) que apresenta
alta capacidade de infecção celular.
Figura 9: Células Vero infectadas com parasitos da cepa SC25RFP
coradas com DAPI. A figura A representa formas amastigotas de T.
cruzi expressando proteína fluorescente (RFP); B representa células
Vero e parasitos corados com DAPI e C representa a sobreposição das
imagens A e B. Imagens obtidas em microscópio de fluorescência
(Olympus), utilizando objetiva de 100X.
A CB
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Figura 10: Células THP-1 infectadas com parasitos fluorescentes da
cepa SC96GFP. A figura A representa células THP-1 infectadas com
parasitos da cepa SC-96GFP visualizadas em campo claro; B
representa formas amastigotas de T. cruzi expressando proteína
fluorescente visualizadas utilizando filtro para FITC; C representa a
sobreposição das imagens de campo claro e de fluorescência. Imagens
obtidas em microscópio de fluorescência (Olympus) utilizando objetiva
de 40X.
5.3.3 Infecção de camundongos BALB/c com a cepa
SC25RFP
Nas primeiras infecções de camundongos da linhagem
BALB/c inoculados com tripomastigotas da cepa SC25, não
foram visualizados parasitos no sangue para ambas as cepas,
selvagem e transfectada. Esses animais foram então submetidos
a hemocultura, onde aproximadamente 0,5 ml de sangue foi
retirado através de punção cardíaca e inoculado em meio LIT.
Após um período de 30 dias essas hemoculturas foram
examinadas, sendo observada a presença de parasitos para
ambas as cepas, comprovando a capacidade das cepas SC25 e
SC25RFP de infectarem camundongos. Os parasitos
recuperados através de hemocultura foram utilizados para novas
infecções em células Vero. Em seguida, 5 x 104 formas
tripomastigotas foram coletadas do sobrenadante das culturas de
células infectadas com ambas as cepas SC25 e utilizadas para
inoculação de camundongos BALB/c. Após 16 dias foram
visualizados parasitos no sangue dos camundongos infectados.
Nos animais infectados com a cepa transfectante SC25RFP,
formas tripomastigotas sanguíneas expressando a proteína RFP
foram observadas em microscópio de fluorescência (figura 11).
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Figura 11: Infecção de camundongos BALB/c com tripomatigotas
fluorescentes da cepa SC25RFP provenientes de cultura de células
Vero. Em (A) imagem de tripomastigota sanguíneo expressando RFP
obtida em microscópio de fluorescência Olympus, com objetiva de 100x,
utilizando filtro para rodamina, e sobreposta com imagem em luz
transmitida (B).
5.4 Avaliação da interação in vitro de cepas TcI e TcII em
ensaios de co-cultura
5.4.1 Avaliação do crescimento de parasitos
transfectados em co-cultivo em meio axênico
Com o intuito de verificar se a presença de uma linhagem
do parasito poderia interferir na cinética de crescimento de outra
linhagem em meio axênico, foram realizados ensaios de co-
cultura em meio LIT. Os parasitos foram cultivados em misturas
com as proporções descritas no item 4.8 e submetidos à análise
por citometria de fluxo para determinar se as proporções se
mantinham ao longo do cultivo (figura 12).
RFP GFP
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Figura 12: Dot plot de epimastigotas das cepas SC25RFP e SC96GFP.
Imagem resultante da análise por citometria de fluxo no aparelho Facs
Canto II. O dot plot representa os perfis de quantidades semelhantes de
parasitos expressando RFP e GFP. Filtros para FITC e PerCP.
Para a cepa SC25RFP, quando cultivada juntamente com
a cepa SC96GFP, houve um crescimento significativo na
quantidade de parasitos vermelhos (TcI) identificados em todas
as proporções avaliadas. Esse fato mostrou-se mais evidente no
grupo em que a proporção inicial foi de 10% de SC25RFP e 90%
de SC96GFP, onde ao final do co-cultivo a cepa TcI apresentou
um percentual três vezes maior de parasitos com relação ao
primeiro dia de cultivo, mesmo a cepa SC25RFP apresentando
um tempo de duplicação superior à cepa SC96 (figura 13A).
Diferente do observado anteriormente, o co-cultivo entre as
cepas SC25RFP e YGFP, mostrou um aumento significativo na
proporção de parasitos TcII nos grupos em que o inóculo inicial
foi de 90% de parasitos TcI/ 10% TcII e 50% de parasitos de
ambas as cepas. Não houve mudanças significativas nas
proporções 10% TcI e 90% TcII (figura 13B). A cepa YGFP
possui um tempo de duplicação em torno de 24 horas o que
poderia explicar o aumento da proporção desses parasitos ao
longo do co-cultivo com a cepa SC25RFP, cujo tempo de
duplicação é de aproximadamente 36 horas. No entanto, a
mesma tendência não foi observada no co-cultivo entre a
SC25RFP e SC96GFP.
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Figura 13: Análise de crescimento in vitro de epimastigotas das cepas
transfectadas de T. cruzi em co-cultivo realizado com diferentes
proporções de cada cepa. A: Co-cultivo dos parasitos das cepas
SC25RFP e SC96GFP e B: Co-cultivo dos parasitos das cepas
SC25RFP e YGFP. Os dados representam a média de três replicatas
biológicas e desvio padrão de análises de citometria de fluxo realizadas
em dias alternados no aparelho FACSCanto II. *p < 0,05, **p < 0,005 e




porcentagens obtidas no primeiro e último dia de co-cultivo para todas
as proporções avaliadas.
5.4.2 Avaliação da co-infecção experimental de células
THP-1 com as cepas transfectadas e suas misturas
O percentual de células infectadas nos casos de co-
infecção mostrou-se inferior aos valores apresentados em
infecções isoladas tanto para a cepa de T. cruzi TcI quanto para
TcII em todos os tempos avaliados. Vinte e quatro horas após
infecção as cepas isoladas TcI e TcII apresentaram percentuais
semelhantes de células infectadas, no entanto, superiores aos
apresentados pelos demais grupos (figura 14 A).
Já após 72 horas de infecção houve um aumento no
percentual de células infectadas por parasitos da cepa TcII,
apresentando diferenças significativas (p< 0,0005) em relação ao
percentual de células infectadas por parasitos TcI (figura 16).
Ambas as cepas isoladas apresentaram percentuais de infecção
celular superiores ao encontrado nas misturas em diferentes
proporções (p< 0,0005). A mistura contendo 90% de parasitos
TcI e 10% TcII apresentou um percentual superior aos demais
grupos co-infectados (figura 14 A). Os resultados demonstram
que a dinâmica da co-infecção in vitro de linhagens distintas de
T. cruzi apresenta diferenças significativas com relação às
infecções celulares com apenas uma cepa, independentemente
da proporção de parasitos de cada cepa utilizada como inóculo.
Com relação à proporção de parasitos TcI e TcII presente em
cada mistura, não houve diferença significativa com relação a
proporção de parasitos vermelhos e verdes encontrados no
tempos 24 e 72 horas (figura 14 B). Foi observado parasitos TcI
e TcII co-habitando uma mesma célula 72 horas após a infecção.
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Figura 14: Representação gráfica do percentual de células THP-1
infectadas com as cepas transfectadas de T. cruzi e suas misturas em
diferentes proporções nos tempos 24 e 72 horas após a infecção (A) e a
proporção de parasitos TcI e TcII encontrados nas misturas (B). Os
resultados representam média e desvio padrão de contagens em
triplicata. Utilizado o teste estatístico Two-way ANOVA seguido de teste
de Bonferoni *p<0,05, ** p < 0,005 e *** p <0,0005.
Após 24 horas de infecção, o número total de amastigotas
contados aleatoriamente em 200 células THP-1, foi semelhante
em todos os grupos avaliados. No entanto, após 72 horas a cepa
TcII apresentou um número significativamente maior de




Figura 15: Representação gráfica do número total de amastigotas
presentes em células THP-1 infectadas com as cepas transfectantes de
T. cruzi e suas misturas em diferentes proporções nos tempos 24 e 72
horas após a infecção. Os resultados representam média e desvio
padrão de contagens em triplicata. Utilizado teste estatístico Two-way
ANOVA seguido de teste “post-hoc” de Bonferoni *p<0,05, ** p < 0,005
e *** p <0,0005.
O número total de amastigotas contados nos tempos 24 e
72 horas foram utilizados para calcular o tempo de duplicação
em células THP-1, das cepas transfectantes e suas misturas. Os
resultados estão dispostos na tabela 2 que mostra a cepa TcI
com um tempo de duplicação superior a cepa TcII, porém muito
semelhante aos definidos para as misturas de parasitos de
ambas as cepas em diferentes proporções.
Tabela 2: Tempo de duplicação in vitro das cepas transfectantes
de T. cruzi e suas misturas em diferentes proporções em células
da linhagem THP-1.
Cepas e Misturas Tempo de duplicação
SC25RFP (TcI) 38,07
YGFP (TcII) 17,24
90% TcI/ 10% TcII 30,23
50% TcI/ TcII 35,08
10% TcI/ 90% TcII 33,42
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Figura 16: Ensaio de infecção de células THP-1 com as cepas
transfectadas TcI e TcII. Células e parasitos corados com giemsa em
diferentes tempos de infecção. Células infectadas com parasitos da
cepa TcI (A) e  cepa TcII (C) 24 horas após infecção. Células infectadas
com parasitos da cepa TcI (B) e cepa TcII (D) 72 horas após infecção.
As barras pretas correspondem a 20 µm.
A
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Figura 17: Ensaio de infecção de células THP-1 com as misturas das
cepas transfectantes de T. cruzi em diferentes tempos de infecção. A:
24 horas após a infecção. B: 72 horas após a infecção. Utilizados filtros
rodamina e FITC para visualização de parasitos RFP e GFP
respectivamente. As barras brancas correspondem a 20 µm.
5.5 Avaliação da dinâmica da infecção das cepas
transfectadas e suas misturas em Triatoma tibiamaculata
Triatomíneos foram alimentados artificialmente com as
cepas transfectadas e suas misturas em diferentes proporções.
Para visualizar a infecção com os parasitos fluorescentes,
amostras de fezes e urina desses insetos foram coletadas quinze
dias após a alimentação. Em triatomíneos infectados
exclusivamente com a cepa SC25RFP (TcI) foram observadas
formas epimastigotas do parasito expressando a proteína
vermelha fluorescente. Nos grupos de insetos infectados
exclusivamente com a cepa YGFP (TcII) e nas misturas das
cepas transfectantes em diferentes proporções foram observados
apenas parasitos expressando GFP. Não foram visualizadas
formas tripomastigotas metacíclicas nas fezes ou urina dos
insetos avaliados.
Transcorridos 45 dias da alimentação artificial, o intestino e
a ampola retal dos insetos foram retirados e utilizados para
extração de DNA e posterior ensaio de PCR para a detecção de
T. cruzi. Nos triatomíneos alimentados exclusivamente com
parasitos da cepa TcI o percentual de insetos infectados foi de
75, já no grupo alimentado com 90% de parasitos TcI e 10 % de
B
68
parasitos TcII a taxa de infecção foi de 89%. Nos demais grupos,
100% dos insetos apresentaram infecção.
No intuito de avaliar se a proporção de parasitos
transfectantes das misturas utilizadas na alimentação artificial se
mantinha ao longo de 45 dias de infecção, as amostras positivas
para PCR convencional foram utilizadas em ensaios de qPCR,
para a quantificação do número de parasitos encontrados em
100 ng de DNA do triatomíneo. A figura 18 mostra as curvas de
dissociação dos iniciadores para os genes GFP e RFP e as
curvas padrão para quantificação com valores de R2 de 0,998 e
0,993 para GFP e RFP respectivamente.
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Figura 18: PCR em tempo real para quantificação dos genes GFP e
RFP presentes nos tecidos de triatomíneos e animais infectados com
cepas transfectadas de T. cruzi e suas misturas em diferentes
proporções. Curvas de dissociação do DNA amplificado de GFP com
pico em torno de 79°C (A) e de RFP com pico em torno de 85,5°C (D).
Curvas de amplificação de GFP (B) e RFP (E) demonstrando
amplificação nas diluições seriadas do DNA proveniente do plasmídeo
pROCKGFPNeo e pTREXRFPNeo respectivamente. Curvas padrão
geradas a partir da região linear de cada curva de amplificação de GFP
(C) e RFP (F).
As figuras 19 A e B indicam os resultados da quantificação
dos parasitos transfectantes realizada pela qPCR. Em quatro
amostras foram detectados números de parasitos abaixo do
limite de quantificação (102), ou seja, possuíam carga parasitária
inferior a 100 parasitos, o que permite afirmar sua positividade,
mas não permite quantificá-las com precisão. A essas amostras
foi atribuído o número arbitrário de 50 parasitos/ 100 ng de DNA
apenas para que fosse possível inseri-las no gráfico.
Todos os grupos de triatomíneos infectados apresentaram
quantidades semelhantes de parasitos não sendo encontradas
diferenças significativas entre o número de parasitos em infecção
isolada ou em co-infecções com diferentes proporções de
parasitos TcI e TcII (figura 19 A). No entanto, quando analisamos
o número de parasitos vermelhos (TcI) e verdes fluorescentes
(TcII), observamos um número maior de parasitos pertencentes à
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linhagem TcII no grupo de insetos infectados com 50% de ambas
as cepas (figura 19 B).
Dos oito insetos infectados com 90% de parasitos TcI e
10% TcII, cinco apresentaram amplificação apenas para o gene
GFP e três apresentaram positividade para os genes GFP e RFP
indicando a presença das duas cepas. A maioria dos
triatomíneos co-infectados apresentou uma proporção maior de
parasitos TcII, com exceção de um inseto que apresentou uma
quantidade duas vezes maior de parasitos TcI com relação ao
número detectado de parasitos TcII presentes nesse triatomíneo.
No grupo de triatomíneos alimentados com 50% de
parasitos de ambas as cepas, apenas um inseto apresentou co-
infecção por TcI e TcII, onde a carga parasitária de TcII foi duas
vezes maior que TcI. Os demais insetos do grupo apresentaram
infecção apenas por TcII com valores entre 102 e 2x103
parasitos/ 100 ng DNA. O grupo de insetos alimentado com 10%
de parasitos TcI e 90% de parasitos TcII apresentou infecção
apenas pela cepa transfectada TcII.
Figura 19: Representação gráfica do número de parasitos detectados
por qPCR em 100 ng de DNA de triatomíneos experimentalmente
infectados com as cepas transfectadas TcI e TcII de T. cruzi e suas
misturas em diferentes proporções. A: Valores totais de parasitos
detectados nas misturas. B: Número de parasitos TcI (representados
pela cor vermelha) e parasitos TcII (representados pela cor verde).
Utilizado teste t para comparações entre os grupos (*p< 0,05).
Os resultados obtidos a partir da quantificação diferencial
dos parasitos foram utilizados para determinar a proporção de
parasitos presentes em cada mistura após 45 dias de infecção. O
grupo de triatomíneos alimentado com sangue contendo um
inóculo inicial de 90% de parasitos TcI e 10% TcII apresentou
após 45 dias de infecção uma proporção de aproximadamente
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20% de parasitos TcI e 80% de parasitos TcII. Um aumento na
proporção TcII também foi observado no grupo de insetos
infectados com 50% de ambas as cepas, onde a proporção de
parasitos TcI foi menor que 10%. No grupo onde a proporção
inicial de parasitos TcI era 10%  foram encontrados apenas











































Figura 20: Percentual de parasitos transfectados TcI e TcII detectados
pela qPCR em amostras de intestino e ampola retal de T. tibiamaculata
experimentalmente infectados com T. cruzi após 45 dias de infecção.
Teste two-way ANOVA realizado comparando as proporções do inóculo
inicial e de valores obtidos após 45 dias de infecção. *** (p< 0,0005), **
(p< 0,005).
5.6 Avaliação da dinâmica da infecção por via oral das cepas
transfectadas e suas misturas em camundongos BALB/c
Todos os grupos de animais infectados com as cepas
transfectadas de T. cruzi e suas misturas apresentaram
parasitemia sanguínea, com um período pré-patente médio de 7
dias e um período patente médio de 14 dias, com exceção dos
animais infectados exclusivamente com parasitos da cepa
SC25RFP, que não apresentaram parasitemia positiva. As
contagens dos parasitos no sangue foram realizadas em
microscópio de fluorescência e para todos os grupos analisados
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foram encontrados apenas parasitos verdes fluorescentes, ou
seja, pertencentes a linhagem TcII (YGFP).
Animais infectados exclusivamente com parasitos YGFP
apresentaram pico de parasitemia no 10º dia após infecção
enquanto que os demais grupos apresentaram picos de
parasitemia no 12º dia. O número máximo médio de parasitos foi
semelhante entre os grupos de animais infectados com 100% de
YGFP e 50% de ambas as cepas. Já os animais infectados com
as demais proporções apresentaram um número médio de
parasitos mais elevado, como demonstra a curva de parasitemia
(figura 21), no entanto, essas diferenças não foram significativas.
Figura 21: Curva de parasitemia média em camundongos BALB/c
inoculados por via oral. Os valores correspondem a média e desvio
padrão da parasitemia de 6 animais por grupo, inoculados com 5x104
tripomastigotas das cepas transfectantes de T. cruzi e suas misturas.
Os camundongos inoculados com 100% de parasitos da
cepa SC25RFP foram submetidos à punção cardíaca para a
retirada de aproximadamente 0,8 ml de sangue que foi
posteriormente semeado em meio LIT à 27ºC por um período de
60 dias.  As hemoculturas desses animais foram avaliadas aos
15, 30, 45 e 60 dias de cultivo e não foram visualizados
parasitos, demonstrando que a cepa SC25RFP quando
inoculada por via oral, não foi capaz de provocar infecção em
camundongos BALB/c.
Embora os animais infectados com 100% de parasitos TcII
e as misturas em diferentes proporções tenham apresentado um

























perfil parasitêmico semelhante, foram observadas diferenças
com relação a taxa de sobrevivência desses animais. O grupo de
camundongos infectados exclusivamente com parasitos TcII
apresentou a mesma taxa de sobrevida (100%) dos animais
inoculados exclusivamente com parasitos TcI, os quais
apresentaram parasitemia e hemocultura negativas . Já os
animais inoculados com 90% de parasitos TcI e 10% TcII
apresentaram mortalidade de 100% no 24º dia após a
inoculação. Os demais grupos apresentaram taxas de
sobrevivência em torno de 90% (figura 22).
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Figura 22: Percentual de sobrevivência em camundongos BALB/c
infectados com as cepas transfectadas de T. cruzi e suas misturas em
diferentes proporções.
Os animais inoculados com as cepas transfectadas e suas
misturas foram sacrificados nos tempos 24 horas (T1), 22 dias
(T2) e 45 dias (T3) após a infecção. Fragmentos de tecido foram
retirados e submetidos à extração de DNA e subsequente
amplificação de um fragmento de kDNA de T. cruzi com a
finalidade de detectar a presença do parasito nos diversos
órgãos analisados. A detecção do parasito ocorreu em pelo
menos um tecido para os animais dos grupos inoculados com
100% TcII, 90%TcI/ 10% TcII e 50% de ambas as cepas em
todos os tempos analisados. Nos animais inoculados
exclusivamente com a cepa SC25RFP (100% TcI) não foram
detectados parasitos nos tecidos independente do tempo de
infecção e para animais inoculados com 10% TcI/ 90% TcII foi
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possível detectar o DNA de T. cruzi em tecidos apenas nos
tempos 1 e 2 (tabela 3).
Tabela 3 – Representação esquemática dos resultados da
detecção de Trypanosoma cruzi por PCR utilizando os
iniciadores S35 e S36 em amostras de tecidos de camundongos
BALB/c inoculados com cepas transfectadas TcI e TcII e suas
misturas. X representa amostras positivas para T. cruzi e NR
representa amostras não realizadas.
As amostras de tecidos positivas para PCR convencional
foram submetidas à técnica de PCR em tempo real (qPCR) com
a finalidade de estimar o número de parasitos presentes nos
tecidos de animais infectados.
Todas as amostras de tecido analisadas apresentaram
amplificação por qPCR apenas para o gene GFP com
temperatura de Melting em torno de 79°C, indicando a presença
exclusiva de parasitos pertencentes a linhagem TcII. Apesar de
positivas a maioria dessas amostras apresentou carga parasitária
abaixo do limite de quantificação,que foi definido como 100
parasitos, impossibilitando a quantificação absoluta. A figura 23
mostra a representação gráfica do número máximo de parasitos
TcII (GFP) detectados pela qPCR em camundongos BALB/c
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infectados com T. cruzi nas diferentes proporções e em
diferentes tempos de infecção.
Apenas tecidos pertencentes a animais inoculados com
50% de TcI/ TcII e 10% de TcI e 90% de TcII apresentaram carga
parasitária acima do limite de quantificação (102 parasitos). Os
animais infectados com 50% de TcI/TcII e sacrificados 24 horas
após a infecção apresentaram um número máximo de 370
parasitos/100 ng de DNA localizados em tecido retirado do reto.
Vinte dois dias após infecção o número máximo de parasitos
encontrado foi de 5000 parasitos/100 ng de DNA no coração e de
250 parasitos/100 ng de DNA no músculo esquelético. Nos
animais infectados com 10% TcI e 90% TcII o número máximo de
parasitos encontrados foi de 715 parasitos/100 ng de DNA no
tecido cardíaco no segundo tempo de infecção analisado (22
d.p.i).
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Figura 23: Representação gráfica do número máximo de parasitos TcII
(GFP) detectados pela qPCR em tecidos de camundongos BALB/c
infectados com T. cruzi nas diferentes proporções e tempos de infecção.
As siglas representam os órgãos analisados: CO: coração, ES:
estômago, FG: fígado, BA: baço, DU: duodeno, ME: músculo
esquelético e RE: reto. Círculos coloridos representam a quantidade de
parasitos/100 ng de DNA.
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5.6.1 Avaliação do perfil de infecção em células Vero de
parasitos transfectados TcI e TcII tratados com pepsina.
Resultados anteriores mostraram que embora a cepa
SC25RFP (TcI) tenha capacidade de infecção em células Vero e
THP-1 e em camundongos BALB/c quando inoculada por via
intraperitoneal, esta cepa não apresentou o mesmo perfil de
infecção quando inoculada por via oral. Diante disso levantamos
a hipótese de que a pepsina (enzima componente do suco
gástrico) poderia interferir na capacidade de infecção da cepa
TcI.
Após infecção celular, foi observado que o percentual de
células infectadas com parasitos TcI que foram tratados com
pepsina foi significativamente inferior ao percentual  apresentado
por parasitos da mesma cepa não tratados com a enzima.
Diferenças no percentual de células infectadas com parasitos
TcII não foram observadas (figura 24A).  A atividade da pepsina
foi comprovada pela degradação de 1 mg/ml de BSA (figura
24B).
Figura 24: Ensaio de infecção de células Vero com parasitos
transfectadas das cepas TcI e TcII tratados com pepsina. A: percentual
de células infectadas com parasitos TcI e TcII. B: BSA em SDS-PAGE
corado com Comassie Blue utilizado como controle da atividade da
enzima pepsina. * p<0,05 Two-way ANOVA.
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5.6.2 Análise histopatológica dos tecidos de
camundongos BALB/c inoculados com as cepas
transfectadas e suas misturas
Nos cortes histológicos de estômago, duodeno e reto
coletados de animais sacrificados 24 horas após a infecção, não
foram observadas alterações histopatológicas. Independente do
grupo, o aspecto dos tecidos analisados foi semelhante ao de
animal controle não infectado.
Os tecidos de animais inoculados com 100% de parasitos
TcI coletados 22 dias após a infecção (fase aguda) não
apresentaram alterações histopatológicas. Já os animais
infectados exclusivamente com parasitos TcII apresentaram
processo inflamatório discreto no fígado, músculo esquelético,
estômago e duodeno. As alterações mais significativas foram
observadas no coração com infiltrado inflamatório de intensidade
moderada (figura 25 A), com distribuição difusa e presença de
parasitismo tecidual discreto (figura 25 D).
Nos animais infectados com 90% de parasitos TcI e 10%
TcII na fase aguda (22 d.p.i) foram observadas alterações
histopatológicas apenas no coração, fígado, estômago e reto.
Todos os tecidos apresentaram infiltrado inflamatório de
intensidade moderada, com distribuição difusa e ausência de
parasitismo tecidual (figura 26 C). Nesse mesmo tempo de
infecção, animais inoculados com 50% de ambas as cepas
apresentaram alterações histopatológicas de diferentes
intensidades em todos os órgãos com exceção do baço e
músculo esquelético. No coração foram observadas as maiores
alterações com infiltrado inflamatório intenso, lesão tecidual e
presença de intenso parasitismo tecidual (> 10 ninhos de
amastigotas) (figura 25 C). Nos animais inoculados com a
mistura 10% de parasitos TcI e 90% TcII foram observados
infiltrados inflamatórios de grau discreto no estômago, de grau
discreto a moderado no fígado (figura 27 C) e de grau moderado
a intenso no coração, com presença de lesão tecidual. Para esse
grupo não foram encontradas formas amastigotas nos tecidos
analisados.
Na fase crônica, os animais inoculados com 100% de
parasitos TcI não apresentaram alterações histopatológicas e
para os demais grupos foi observada uma diminuição da
intensidade do processo inflamatório no tempo 45 dias após a
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infecção. Camundongos infectados com 100% de TcII
apresentaram foco inflamatório discreto na maioria dos tecidos e
um grau moderado de inflamação no estômago e reto. Não foram
visualizadas alterações histopatológicas no músculo esquelético.
Nos grupos de animais infectados com 50% de ambas as cepas
e 10% de parasitos TcI e 90% TcII foram observados focos
inflamatórios de intensidade discreta no coração, fígado,
estômago e reto, mas não foi observado parasitismo tecidual na
fase crônica da infecção (45 d.p.i).
Nas figuras abaixo estão representados os órgãos que
apresentaram as alterações histopatológicas mais significativas
com relação ao processo inflamatório e parasitismo tecidual.
Figura 25: Análises histopatológicas de secções de tecido cardíaco
corados por HE de animais inoculados com as cepas transfectadas e
suas misturas. A: Intensidade do processo inflamatório nas fases aguda
e crônica e parasitismo tecidual na fase aguda (0- ausente, 1-discreto,
2- moderado e 3- intenso) presentes nas cepas transfectadas e suas
misturas. Imagens representativas de tecido cardíaco de animal não
infectado (B), tecido cardíaco de animais infectados com 50% de
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parasitos TcI e TcII (C) e tecido cardíaco de animais infectados com
100% de parasitos TcII (D). As barras indicam 20 µm e as setas indicam
ninhos de amastigotas.
Figura 26: Análises histopatológicas de secções de estômago coradas
por HE de animais inoculados com as cepas transfectadas e suas
misturas. A: Intensidade do processo inflamatório nas fases aguda e
crônica (0- ausente, 1-discreto, 2- moderado e 3- intenso), presente nas
cepas transfectadas e suas misturas. Imagens representativas de
estômago de animal não infectado (B) e estômago de animal inoculado
com 90% de TcI e 10% de TcII (C). As barras indicam 20 µm.
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Figura 27: Análises histopatológicas de secções de fígado coradas por
HE de animais inoculados com as cepas transfectadas e suas misturas.
A: Intensidade do processo inflamatório nas fases aguda e crônica (0-
ausente, 1-discreto, 2- moderado e 3- intenso) presentes nas cepas
transfectadas e suas misturas. Imagens representativas de tecido
hepático de animal não infectado (B) e tecido hepático de animal




A doença de Chagas é uma enfermidade endêmica na
América Latina, afetando em torno de oito milhões de pessoas no
mundo, sendo considerada atualmente um problema de saúde
pública global (WHO, 2015). Desde sua descoberta em 1909,
pelo pesquisador Carlos Chagas, avanços no desenvolvimento
de técnicas diagnósticas e de caracterização biológica,
bioquímica e molecular do T. cruzi, vem sendo aprimoradas.
Apesar disso, pouco se sabe sobre os mecanismos que
determinam as diferentes formas clínicas da doença de Chagas.
A via oral é provavelmente a mais antiga estratégia de
dispersão do T. cruzi entre os mamíferos, incluindo o homem
(ROQUE et al., 2008). A transmissão por essa via pode ocorrer
pela ingestão de vetores e mamíferos infectados ou, através de
alimentos contaminados com o parasito a partir de triatomíneos
ou suas dejeções, ingestão de carne crua ou mal cozida de
animais infectados, ou ainda alimentos contaminados por
secreção das glândulas peri-anais de marsupiais infectados
(DIAS, 2006).
Nas últimas duas décadas diversos surtos de doença de
Chagas aguda adquirida por via oral, a maioria associado à
ingestão de alimentos contaminados com T. cruzi, tem sido
reportados em diferentes países da América do Sul (VALENTE et
al., 1999; STEINDEL et al., 2008; VARGAS et al., 2011; DE
NOYA et al, 2015). Muitos desses surtos relatam o possível
envolvimento de triatomíneos infectados que são muitas vezes
triturados juntamente com diversos tipos de alimento que em
seguida são ingeridos, podendo causar infecções com casos
agudos graves de doença de Chagas (STEINDEL et al., 2008; de
DE NOYA et al., 2015). Co-infecção por diferentes linhagens de
T. cruzi em triatomíneos presentes em áreas endêmicas para
doença de Chagas (SPITZNER et al., 2007) e nos arredores de
locais onde ocorreram surtos agudos da doença de Chagas
(ANDRADE et al., 2011) e ainda relatos de casos de co-infecção
humana por diferentes linhagens de T. cruzi (VAGO et al;, 2000;
MANTILLA et al., 2010), sugerem que eventos de infecção mista
ocorram com frequência principalmente no ambiente silvestre. No
estado do Espírito Santo foram encontrados parasitos das
linhagens TcI, TcII, TcIII e TcIV no tecido cardíaco de um único
paciente (DARIO et al, 2016)
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Embora a transmissão do T. cruzi por via oral esteja se
tornando um mecanismo frequente (BASTOS et al., 2010; DIAS,
2015; NOYA et al., 2015), pouco se sabe sobre a dinâmica da
infecção por esta via quando há o envolvimento de linhagens
genéticas distintas do parasito. Neste contexto se coloca o
objetivo central do trabalho que é avaliar os aspectos biológicos
e moleculares da interação in vitro e in vivo das linhagens TcI e
TcII de T. cruzi em triatomíneos e no modelo murino pela
infecção por via oral.
Considerando que as linhagens de T. cruzi apresentam
características morfológicas muito semelhantes e a necessidade
da realização de ensaios que envolvam duas linhagens de
parasitos simultaneamente, se fez necessário o desenvolvimento
de cepas de T. cruzi transfectadas de forma estável com gene
repórteres. Neste sentido, proteínas fluorescentes como a RFP e
GFP permitem a realização de ensaios de co-infecção facilitando
sua detecção nos tecidos de animais e em triatomíneos
experimentalmente infectados, além de possibilitar estudo de
dinâmica de crescimento em ensaios de co-cultivo in vitro.
Para T. cruzi, o primeiro plasmídeo desenvolvido foi o
pTEX (KELLY et al., 1992). Os autores observaram que após a
transfecção, o plasmídeo circular se mantinha de forma
epissomal no parasito e normalmente era perdido na ausência do
antibiótico de seleção. Posteriormente, foram desenvolvidos os
plasmídeos pRIBOTEX (MARTINEZ-CALVILLO, 1997) e seu
derivado, o pTREX (VASQUEZ E LEVIN, 1999), ambos contendo
o promotor de RNA ribossômico que garante alto nível de
expressão dos genes repórteres inseridos. A linearização desses
plasmídeos possibilita a sua integração no genoma do parasito
(LORENZI et al., 2003). DaRocha et al. (2004) construíram um
plasmídeo contendo um cassete de expressão direcionado ao
locus da tubulina de T. cruzi. Este plasmídeo permite a
integração de genes exógenos via recombinação homóloga com
o locus de ß-tubulina, um gene multicópia, facilitando assim o
evento de recombinação.
O vetor de expressão pROCKGFPNeo, descrito por
DaRocha e colaboradores (2004), foi utilizado para transfectar
epimastigotas da cepa SC96. Vinte e quatro horas após a
eletroporação observou-se parasitos fluorescentes e os mesmos
foram submetidos à pressão seletiva frente ao G418. Entretanto,
o número de parasitos expressando fluorescência verde foi
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decaindo drasticamente ao longo de sete semanas, embora, os
parasitos continuassem resistentes ao antibiótico. Segundo Pires
e colaboradores (2008), é possível que o parasito tenha perdido
o gene GFP em eventos de recombinação, que podem afetar a
expressão de proteínas fluorescentes, mas garantiu a expressão
do gene de resistência ao antibiótico. Em virtude desses
resultados uma nova transfecção da cepa SC96 foi realizada
utilizando o plasmídeo pTREXGFPNeo desenvolvido por
DaRocha e colaboradores (2004). A expressão da GFP foi
comprovada 24 horas após a transfecção e a seleção dos
parasitos na presença de G418 demonstrou um aumento no
número de células fluorescentes, embora com níveis de
expressão heterogêneos. Contrariamente, Goyard e
colaboradores (2014) utilizando o mesmo plasmídeo pTREX
reportaram que parasitos transfectados da cepa CL Brener
apresentando uma emissão homogênea de fluorescência. Este
resultado sugere que diferenças no nível de expressão e na
heterogeneidade de fluorescência podem estar relacionadas ás
difrenças genética entre os diferentes genótipos de T. cruzi, ou
mesmo entre as diferentes cepas de um mesmo genótipo
(RAMIREZ et al., 2000).
A cepa SC25 transfectada com o plasmpideo
pTREXRFPNeo apresentou parasitos fluorescentes 24 horas
após a transfecção e a seleção com G418 resultou em parasitos
expressando elevados níveis de fluorescência e de maneira
estável. Pires e colaboradores (2008) observaram parasitos
fluorescentes doze horas após a transfecção com esse mesmo
plasmídeo, no entanto, mesmo na presença de G418 não foram
observados parasitos expressando proteína fluorescente após
vinte dias. Ao transfectar epimastigotas da cepa CL Brener com o
mesmo plasmídeo, DaRocha e colaboradores (2004),
observaram apenas 10% de parasitos fluorescentes, proporção
essa que foi reduzida a 1% após 17 dias. Ao utilizar o vetor
pTREXGFP para transfectar a cepa CL Brener, Guevara e
colaboradores (2005) observaram 100% dos parasitos
fluorescentes após sete dias na presença de 500 µg de G418.
Porcentagens semelhantes de parasitos fluorescentes foram
observadas para as cepas SC25RFP e SC96GFP, entretanto, a
seleção dos parasitos só ocorreu aproximadamente três meses
após a transfecção. O processo de seleção de parasitos
transfectados de maneira integrativa com o plasmídeo pTREX, é
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mais lenta que aqueles transfectados de maneira epissomal
(LORENZI et al., 2003).
A estabilidade da expressão das proteínas fluorescentes
foi avaliada cultivando-se os parasitos transfectantes na ausência
de G418, e os resultados obtidos com os dois genes repórteres
mostraram a manutenção dos níveis de expressão das proteínas
fluorescentes até seis meses após a retirada do antibiótico,
sugerindo a integração do plasmídeo no genoma do parasito.
Diferenças no percentual de parasitos fluorescentes que
variam de experimento para experimento, e também de acordo
com a cepa utilizada podem ser observadas após a transfecção.
Essas diferenças podem ser ocasionadas por pequenas
variações nas condições de crescimento de cada cultura,
interferências no processo de eletroporação ou na quantidade de
DNA plasmidial adicionado às células e ainda, que algumas
cepas possam ser menos susceptíveis a transfecção (RAMIREZ
et al., 2000). Apesar disso Pires e colaboradores (2008)
desenvolveram diversas linhagens de T. cruzi expressando
proteínas fluorescentes que mantiveram as características
biológicas das cepas parentais, enquanto que Ramirez e
colaboradores (2000) não conseguiram gerar parasitos
transfectados de cepas pertencentes à linhagem TcI. Estes
autores atribuem o insucesso ao fato do promotor ribossomal
presente na construção utilizada ser proveniente de uma cepa
TcII. Esses dados contrastam com os resultados do presente
trabalho, no qual parasitos fluorescentes da cepa SC25 (TcI)
foram obtidos de maneira estável mesmo sem a presença de
G418.
Os parasitos transfectados das cepas SC25 e SC96 não
apresentaram diferenças significativas de crescimento em
relação às respectivas cepas parentais. Esses resultados
corroboram os dados reportados por Kessler e colaboradores
(2013) para a cepa Dm28c transfectada, sugerindo que o
processo de transfecção não alterou a capacidade de
crescimento in vitro dos parasitos.
Células Vero e THP-1 foram infectadas com formas
tripomastigotas provenientes de cultura axênica a fim de
comprovar a expressão de RFP e GFP em diferentes fases do
ciclo de vida de T. cruzi. Formas amastigotas fluorescentes em
processo de divisão foram observadas no citoplasma celular para
ambas as cepas, mantendo o mesmo padrão de expressão de
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RFP e GFP. Resultados semelhantes foram reportados por
Goyard e colaboradores (2014) e Pires e colaboradores (2008),
em células Vero infectadas com diversas linhagens de T. cruzi
expressando proteínas fluorescentes. Da mesma forma,
amastigotas de Leishmania amazonensis transfectadas com RFP
não demonstraram alterações no nível de expressão da proteína
fluorescente na infecção de macrófagos (ROCHA et al., 2012).
Camundongos da linhagem BALB/c inoculados com
tripomastigotas de cultura celular da cepa SC25RFP
apresentaram tripomastigotas sanguíneos fluorescentes
circulantes no sangue. Outros autores mostraram a presença de
tripomastigotas sanguíneos de T. cruzi expressando GFP (PIRES
et al., 2008) e tripomastigotas sanguíneos de Trypanosoma vivax
expressando a proteína vermelha  E2-Crimson (GOYARD et al.,
2014) no sangue de camundongos experimentalmente
infectados.
Camundongos BALB/c inoculados com a cepa SC96GFP
não apresentaram parasitemia sanguínea detectável, mesmo
após várias tentativas. Por esse motivo e ainda por não
possuírem capacidade de completar o ciclo intracelular em
células THP-1, os experimentos de interação parasito-célula e de
infecção em camundongos BALB/c e triatomíneos foram
realizados com a cepa transfectante YGFP. Essa cepa foi
desenvolvida pela aluna Ana Paula Machado do Nascimento
durante seu mestrado, e apresenta alta capacidade de
multiplicação intracelular e infecção em camundongos.
O desenvolvimento de parasitos transfectados que
expressem de maneira estável e integrativa proteínas
fluorescentes além de facilitar a detecção e visualização do T.
cruzi, pode auxiliar na triagem de novos fármacos (KESSLER et
al., 2013; MIRANDA et al., 2015), além de proporcionar o uso de
novas técnicas na tentativa de elucidar mecanismos de infecção
celular e patogenicidade da doença de Chagas (FERREIRA et
al., 2016).
Ensaios de co-cultura em meio axênico com diferentes
proporções de parasitos das cepas transfectadas SC25RFP e
SC96GFP foram avaliados por citometria de fluxo em dias
alternados por um período de 12 dias. Todas as proporções
avaliadas mostraram um perfil de crescimento favorável à cepa
SC25RFP, em especial no cultivo dos parasitos na proporção
10% da cepa SC25RFP e 90% da cepa SC96GFP, apesar da
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cepa TcI apresentar um tempo de duplicação superior à TcII (36
horas para SC25RFP e 30 para SC96GFP). Resultados
semelhantes foram observados por Araújo e colaboradores
(2007) com a cepa M1 (TcI) e JCPD4 (TcII) em uma mistura de
mesma proporção. Esses autores mostraram que a cultura mista
apresentou um perfil de crescimento in vitro mais relacionado ao
observado para a cepa TcI, sugerindo a existência de algum
mecanismo de modulação do crescimento dos parasitos TcII em
co-cultura.
No entanto, quando o mesmo ensaio foi realizado com as
cepas SC25RFP (TcI) e a cepa YGFP (TcII), os resultados
mostraram um perfil de crescimento favorável a cepa TcII em
pelo menos duas proporções avaliadas. Esses resultados
sugerem que a dinâmica da co-infecção pode estar mais
relacionada ao tempo de duplicação das cepas utilizadas do que
à DTU que elas pertencem, visto que a cepa Y apresenta um
tempo de duplicação em torno de 19 horas.
Para avaliar a dinâmica da co-infecção, células da
linhagem THP-1 foram infectadas com os parasitos transfectados
das cepas SC25RFP (TcI) e YGFP (TcII) isoladamente e com as
suas misturas em diferentes proporções. Os resultados obtidos
mostraram que em co-infecções os percentuais de células
infectadas foram inferiores aos demonstrados em infecções com
as cepas isoladamente. Mesmo nas proporções em que o inóculo
inicial era de 90%, ou seja, muito próximo ao inóculo utilizado na
infecção isolada, as taxas de infecção ainda se mostraram
inferiores. Tal fato mostrou-se mais evidente 72 horas após a
infecção, sugerindo que durante a co-infecção exista algum tipo
de modulação que reduz a capacidade de infecção dos parasitos
na presença de infecção mista. Apesar de apresentarem
percentuais de infecção inferiores aos demonstrados pelas cepas
TcI e TcII, o número de amastigotas presentes nas células
infectadas com misturas de parasitos mostrou-se semelhante ao
número de amastigotas presentes nas células infectadas com
parasitos TcI. No entanto, o número de amastigotas encontrado
em células infectadas com parasitos TcII foi muito superior
indicando uma maior capacidade de replicação da cepa Y. O
mesmo fato foi observado por Toma e colaboradores (2000) ao
utilizar cepa de T. cruzi, incluindo a cepa Y, com diferentes níveis
de virulência para camundongos frente a 3 linhagens celulares.
Neste estudo os autores mostraram que cepas de baixa
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virulência para camundongos ocasionaram as maiores taxas de
infecção e multiplicação intracelular, a exceção da linhagem
celular L929, onde a taxa de multiplicação intracelular foi maior
para a cepa Y.
Apesar das misturas de parasitos apresentarem diferenças
no percentual de células infectadas com relação às infecções
isoladas, a proporção de parasitos TcI e TcII encontrados ao
longo das 72 horas de infecção permaneceu a mesma. Embora
não existam diferenças significativas nas proporções de
parasitos, notou-se um pequeno percentual de células co-
infectadas. Estudo de infecção celular utilizando parasitos
fluorescentes de diferentes linhagens mostrou que apenas 1%
das células apresentou co-infecção, sugerindo que a infecção de
diferentes cepas de T. cruzi em uma mesma célula seja um
evento raro (PIRES et al., 2008).
Após observar diferenças no padrão de infecção celular
com misturas de parasitos TcI e TcII, o objetivo seguinte deste
trabalho foi avaliar a dinâmica da infecção dessas misturas no
inseto vetor. Triatomíneos da espécie Triatoma tibiamaculata
foram utilizados nesse estudo devido ao fato de essa espécie ter
sido encontrada nos arredores do local onde ocorreu o surto de
doença de Chagas aguda em Santa Catarina (STEINDEL et al.,
2008). Estudos realizados com isolados de T. cruzi provenientes
desses insetos mostraram co-infecção dos triatomíneos por
parasitos TcI e TcII (STEINDEL et al., 2008; ANDRADE et al,
2011). Contudo, a caracterização molecular de 9 cepas isoladas
de pacientes em fase aguda da infecção, mostrou que todos
isolados foram TcII e apenas um isolado também apresentou
parasitos TcIV (STEINDEL et al., 2008; ANDRADE et al, 2011). A
ausência de parasitos da linhagem TcI em todos os isolados de
pacientes, sugere uma maior adaptação da linhagem TcII em
humanos. Estudos realizados com cepas naturalmente mistas e
com misturas artificiais de parasitos TcI e TcII em macrófagos
murinos e humanos mostrou uma seleção favorável da linhagem
TcII ao longo de três passagens consecutivas nestas linhagens
celulares (PENA et al., 2011).
Neste estudo, insetos T. tibiamaculata foram alimentados
artificialmente com sangue de camundongo contaminado com
parasitos das cepas transfectantes TcI e TcII e suas misturas em
diferentes proporções.  Após 15 dias de infecção ao examinar as
fezes e/ou urina dos triatomíneos infectados foi possível
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visualizar parasitos fluorescentes, demonstrando que os
transfectados foram capazes de manter o mesmo nível de
fluorescência no interior dos insetos vetores. Outros autores
relataram a visualização de parasitos de T. cruzi e Trypanosoma
rangeli fluorescentes em intestino e hemolinfa de R. prolixus
experimentalmente infectados (SANTOS e BUCK, 2000;
GUEVARA et al., 2005). Nos insetos infectados exclusivamente
por TcI foram observados parasitos expressando fluorescência
vermelha e no grupo de insetos infectados exclusivamente com
TcII e nos grupos onde continham misturas de ambas as cepas
foram visualizados apenas parasitos verdes fluorescentes,
indicando que possivelmente os insetos infectados com misturas
já demonstrassem uma proporção maior de parasitos TcII após
aos 15 dias de infecção. Foi observado que os parasitos
transfectados foram capazes de manter a fluorescência
Para confirmar o observado por microscopia de
fluorescência, o intestino e ampola retal desses insetos foram
retirados após 45 dias de infecção e submetidos à extração de
DNA. Amostras de todos os grupos infectados foram submetidas
a PCR convencional cujos resultados mostraram que 75% dos
insetos alimentados exclusivamente com parasitos TcI e 89%
dos insetos alimentados com 90% de parasitos TcI e 10% TcII
apresentavam infecção por T. cruzi. Nos demais grupos todos os
triatomíneos estavam infectados. As amostras positivas foram
utilizadas em ensaios de qPCR para a quantificação de parasitos
TcI e TcII presente nos insetos.
Triatomíneos infectados com as cepas TcI e TcII e suas
misturas apresentaram quantidades semelhantes de parasitos,
no entanto a proporção de parasitos TcI e TcII observadas nos
grupos onde havia mistura das duas cepas foi drasticamente
alterada ao longo dos 45 dias de infecção. Houve aumento
significativo na proporção de parasitos TcII nos grupos em que o
inóculo inicial era de 90% de parasitos TcI e 10% TcII e 50% de
parasitos de ambas as cepas. Para o grupo onde a proporção
inicial era de 10% de parasitos TcI e 90% de TcII foram
detectados apenas parasitos TcII.
Esses resultados sugerem na co-infecção em T.
tibiamaculata, com as cepas utilizadas houve uma modução do
crescimento dos parasitos durante a infecção no inseto, já que os
triatomíneos infectados exclusivamente com a cepa TcI ou TcII
apresentaram taxas de infecção e número de parasitos
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semelhante, enquanto que na co-infecção o número de parasitos
TcI cai drasticamente. Infecções mistas experimentais em
Triatoma infestans utilizando diferentes clones TcI e TcII de T.
cruzi mostraram que não houve um padrão de predominância de
uma linhagem em relação a outra durante a infecção (PINTO et
al., 2000) o que sugere que o sucesso na manutenção da co-
infecção ou o aumento de uma população em detrimento de
outra esteja relacionado principalmente a características
intrínsecas das cepas de T. cruzi e da adaptação dessa linhagem
ao inseto vetor. No entanto, estudos de infecção mista
experimental em R. prolixus utilizando parasitos TcI e TcII
demonstraram a predominância de parasitos TcI em co-
infecções, sugerindo uma maior adaptação dessa linhagem a
infecção nessa espécie de triatomíneo (ARAUJO et al, 2007) e
ainda que a co-infecção pode melhorar o crescimento e a
metaciclogênese de T. cruzi nesse mesmo vetor (ARAUJO et al.,
2014).
Para avaliar a dinâmica da infecção no hospedeiro
mamífero, camundongos BALB/c foram inoculados por gavagem
com caldo de cana contendo os parasitos TcI e TcII e suas
misturas em diferentes proporções. Sete dias após a infecção
foram visualizados parasitos fluorescentes no sangue de animais
de todos os grupos inoculados, exceto nos camundongos
inoculados exclusivamente com a cepa SC25RFP (TcI).
Após a realização de hemocultura e PCR foi comprovado
que a cepa TcI não ocasionou infecção em camundongos
inoculados por via oral. Contudo, a cepa SC25, caracterizada
como cepa TcI de média virulência, ocasiona parasitemia patente
em camundongos quando inoculada por via intaperitoneal
(STEINDEL et al., 1995). Esse fato foi comprovado no presente
trabalho onde foi possível recuperar parasitos transfectantes da
cepa SC25 do sangue de animais infectados pela via
intraperitoneal, sugerindo que a via de inoculação possa ter
afetado a capacidade de infecção da cepa TcI. Estudos de outros
autores mostraram que animais inoculados por via oral utilizando
gavagem apresentaram níveis de parasitemia inferiores aos
demonstrados por animais inoculados com o mesmo número de
parasitos por via intaperitoneal (DIAS et al., 2013; DOMINGUES
et al., 2015). Níveis superiores de parasitemia e mortalidade
foram encontrados em camundongos inoculados por via oral
quando comparados com animais inoculados por via intragástrica
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(gavagem), sugerindo que o processo de gavagem pode interferir
na sobrevivência ou capacidade de infecção de algumas cepas
de T. cruzi (BARRETO-DE-ALBUQUERQUE et al., 2015).
Os animais inoculados com a cepa TcII isoladamente e
com as misturas em diferentes proporções apresentaram perfis
parasitêmicos semelhantes, não demonstrando diferenças
significativas com relação ao dia do pico de parasitemia e ao
número máximo médio de parasitos detectados por exame de
sangue a fresco. A contagem dos parasitos em microscópio de
fluorescência, mostrou apenas formas tripomastigotas
sanguíneas expressando a GFP, o que indica a presença apenas
de parasitos TcII (YGFP). A cepa Y apresenta grande
capacidade de multiplicação intracelular e é amplamente utilizada
em estudos de infecção animal por apresentar altos níveis de
patogenia e mortalidade para camundongos (SILVA E
NUSSENZWEIG, 1953) e ainda possui a capacidade de
estabelecer infecção em camundongos quando inoculada por via
oral (DIAS et al., 2013).
Apesar da semelhança no perfil parasitêmico apresentado
pelos animais inoculados com 100% de TcII e animais dos
grupos inoculados com as misturas, as taxas de sobrevivência
variaram de 100% para os animais do grupo infectado apenas
por TcII e em torno de 90% nos grupos infectados com 50% de
ambas as cepas e 10% de parasitos  TcI e 90% TcII.
Surpreendentemente, os animais do grupo inoculado com 90%
de parasitos TcI e 10% de parasitos TcII apresentaram uma taxa
de mortalidade de 100%. Mesmo com um inóculo inferior quando
comparado aos demais grupos, a infecção nesses animais
mostrou-se mais agressiva. Não ocorreu mortalidade no grupo de
animais inoculados com 100% de TcI, o que já era esperado
tendo em vista que os camundongos desse grupo não
apresentaram infecção por T. cruzi.
Os animais infectados foram sacrificados em diferentes
tempos de infecção. Amostras de tecidos retiradas desses
animais foram divididas em duas partes, uma para ensaios
histopatológicos e outra para a realização de PCR para
determinar a presença de T. cruzi em diversos órgãos. Como já
era esperado não foram detectados parasitos nos tecidos de
animais inoculados com 100% de parasitos TcI em todos os
tempos avaliados.
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Nos animais sacrificados 24 horas após a infecção, foram
detectados parasitos presentes no reto de camundongos
inoculados com a cepa TcII e nos grupos inoculados com
misturas. Não foram detectados parasitos no estômago ou
duodeno. Cortes histológicos de estômago de animais inoculados
com T. cruzi por via oral foram analisados no quarto dia de
infecção e assim como no presente trabalho não foram
encontrados parasitos nesse órgão (MAEDA et al., 2016).
Já no segundo tempo de infecção (22 d.p.i.) foram
detectados parasitos no coração, músculo esquelético, estômago
e reto de animais infectados apenas por TcII. Nos demais grupos
foram detectados parasitos em todos os órgãos analisados:
coração, músculo esquelético, fígado, baço, estômago, duodeno
e reto. Na fase aguda da infecção o número de parasitos
circulantes é alto e há maiores chances de detectar os parasitos
espalhados por diversos órgãos antes que a infecção se
estabeleça e os parasitos comecem a se concentrar nos tecidos
pelos quais têm tropismo. Quarenta e cinco dias após a infecção,
período considerado fase crônica na infecção experimental em
camundongos, foi detectado um número menor de órgãos
parasitados com relação à fase aguda. Foram encontrados
parasitos no coração, estômago e reto de animais infectados
com 100% de TcII e parasitos presentes no coração, baço e reto
no grupo de animais inoculados com 50 % de ambas as cepas.
Esses resultados corroboram com o estudo que demonstra a
detecção de um número maior de parasitos na fase aguda da
doença de Chagas experimental utilizando diversas cepas TcII
como inóculo (GRUENDLING et al., 2015).
As amostras de tecidos positivas para a PCR convencional
foram utilizadas em ensaios de qPCR com o objetivo de
quantificar os parasitos presentes nos tecidos. Em todas as
amostras analisadas, mesmo naquelas provenientes de animais
inoculados com misturas de parasitos, foram observadas
amplificações apenas para o gene GFP, o que confirmou que a
cepa TcI (RFP) não foi capaz de estabelecer infecção por via
oral. Estudo realizado com diferentes cepas TcI mostra uma
diversidade no perfil de infecção e patogenicidade dessas
linhagens que podem estar mais associadas ao ambiente
domiciliar (TcIDOM - responsável por manifestações clínicas mais
graves da doença) ou ao ambiente silvestre (TcI) (CRUZ et al.,
2015). Essa diversidade pode também estar relacionada à
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capacidade de infecção da mucosa gástrica e resistência dos
parasitos TcI ao ambiente gástrico, promovendo ou inibindo a
infecção por via oral (YOSHIDA, 2008).
Para a determinação do número de parasitos presentes
nas amostras de tecido dos animais infectados por parasitos TcII,
foi determinado o limite mínimo de quantificação, ou seja, a
menor concentração em que o produto analisado é quantificado
de forma fiável (BURD, 2010). Padronização anterior a esse
estudo demonstrou um limite de quantificação de 102 parasitos/
100 ng de DNA para os iniciadores RFP e GFP utilizando SYBR
Green.
Os grupos de animais infectados com TcII e misturas
apresentaram, em sua maioria, carga parasitária inferior a 102
parasitos/ 100  ng de DNA, não permitindo uma quantificação
precisa do número de parasitos presentes na amostra. No
entanto, esses resultados apontam a presença de baixos níveis
de parasitismo tecidual em animais inoculados por via oral. Um
número maior de parasitos foi encontrado no coração de animais
infectados com 50% de ambas as cepas na fase aguda da
doença, no entanto não foram detectadas cargas parasitárias
superiores a 104 parasitos/ 100 ng de DNA. Na fase crônica
houve uma diminuição do número de parasitos encontrados em
todos os tecidos. Camundongos infectados oralmente com cepas
TcI e TcIV apresentaram baixos níveis de parasitismo tecidual na
fase aguda da infecção, no entanto, o número de parasitos
encontrados na fase crônica foi superior aos detectados nesse
trabalho (MAEDA et al, 2016) e camundongos infectados por vial
com TcIV apresentaram carga parasitária acima de 104 parasitos
/ 30 mg de tecido na fase aguda da doença (TESTON et al.,
2016). Os resultados encontrados por esses autores se devem
principalmente ao fato de que nesses estudos foram utilizadas
cepas provenientes de pacientes infectados por via oral em fase
aguda da doença de Chagas, sugerindo que esses isolados
estejam mais adaptados aos mecanismos que determinam a
patogenia na infecção oral.
Embora o T.cruzi TcI esteja envolvido em surtos da doença
de Chagas aguda adquirida por via oral (MARCILI et al., 2009;
VALENTE et al., 2009; MONTEIRO et al., 2013) e que algumas
cepas dessa linhagem sejam capazes de provocar infecção
experimental por via oral em camundongos (CAMANDAROBA et
al., 2002; DIAS et al., 2013), a cepa TcI SC25RFP não foi capaz
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de infectar camundongos BALB/c pela via oral. A hipótese
levantada para elucidar essa questão era de que os parasitos da
cepa SC25RFP pudessem ser degradados em contato com o
suco gástrico. Contudo, dados da literatura mostram que formas
tripomastigotas possuem glicoproteínas de superfície que
impedem sua degradação frente ao ambiente ácido do estômago
(MORTARA et al., 1992; COVARRUBIAS et al., 2007). No
presente estudo, quando tripomastigotas de cultura da cepa
SC25RFP TcI foram incubados por 1 hora com pepsina em
tampão citrato pH 3,5, simulando o ambiente gástrico,
observamos que a morfologia e motilidade dos parasitos se
manteve preservada.
Apesar da pepsina não provocar a morte das formas
tripomastigotas de T. cruzi, essa enzima pode ter efeito na
degradação de glicoproteínas específicas que estão associadas
à invasão celular (COVARRUBIAS et al., 2007). Para verificar se
esse fenômeno ocorreu durante a infecção oral com a cepa
SC25RFP, formas tripomastigotas tratadas com pepsina em
tampão citrato pH 3,5 durante 1 hora foram utilizadas para
infectar células da linhagem Vero. Após 24 horas de infecção,
observou-se que os tripomastigotas tratados com pepsina
apresentaram uma redução estatisticamente significativa na taxa
de infecção celular em relação aos parasitos não tratados,
sugerindo que o contato com o ambiente gástrico pode ter
reduzido a capacidade de infecção para camundongos. A
capacidade reduzida de invasão celular durante a infecção oral
apresentada pela cepa SC25RFP (TcI), pode estar associada a
ineficiência de formas tripomastigotas migrarem através da
mucosa gástrica e atingirem células epiteliais iniciando o
processo de invasão e multiplicação (MAEDA et al., 2016).
Tripomastigotas da cepa YGFP (TcII) tratados e não tratados
com pepsina não apresentaram diferença nos perfis de infecção
para células Vero.
Os tecidos dos animais inoculados com as cepas
transfectadas e suas misturas foram analisados com relação à
intensidade do processo inflamatório e parasitismo tecidual com
o uso da técnica de histopatologia convencional. Nos tecidos
coletados no tempo 1 (24 horas após a inoculação), não foram
observadas alterações histopatológicas e presença de
parasitismo tecidual. Contudo, a PCR convencional e a qPCR
foram capazes de detectar parasitos presentes no reto dos
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animais infectados com tripomastigotas TcII e nos grupos onde
foram inoculados misturas de parasitos TcI e TcII. Ao utilizar a
qPCR na detecção de parasitos presentes em amostras de
sangue de animais infectados com T. cruzi, Caldas e
colaboradores (2012) observaram maior sensibilidade desta
técnica com relação a exames de sangue a fresco,
principalmente durante a fase crônica da doença, onde os níveis
de parasitemia são extremamente baixos. O mesmo foi
observado em amostras de tecidos de animais infectados, onde
tanto a PCR convencional quanto a qPCR apresentaram maior
capacidade de detecção de parasitismo tecidual em relação às
análises histopatológicas (GRUENDLING et al., 2015;
DOMINGUES et al., 2016).
Na fase aguda (22 d.p.i.) foram observadas alterações
histopatológicas em todos os órgãos analisados, com exceção do
baço, que não apresentou alterações teciduais em comparação
ao grupo não infectado. As alterações mais significativas foram
observadas no coração com a presença de infiltrados
inflamatórios de grau moderado a intenso e presença de
parasitismo tecidual de grau discreto a intenso. Esses resultados
já eram esperados uma vez que a cepa Y apresenta conhecido
tropismo pelo tecido cardíaco e raramente é encontrada
causando alteraçõs teciduais no baço (PENIN et al., 1990;
DIEGO et al., 1991).
O comportamento da cepa Y em infecção oral parece
diferir da infecção clássica (intraperitoneal) apenas com relação à
intensidade da inflamação e parasitismo tecidual, onde animais
infectados por via intraperitoneal apresentam níveis mais
elevados de inflamação e parasitos presentes no tecido. Embora
o tropismo pelo tecido cardíaco se mantenha na infecção oral,
foram encontrados focos inflamatórios de grau discreto a
moderado no estômago de todos os animais infectados com TcII
durante a fase aguda da infecção, embora na ausência de
parasitos na histopatologia. A baixa sensibilidade da técnica
histopatológica pode ter contribuído para a não detecção de
parasitismo tecidual no estômago de camundongos infectados.
Resultados semelhantes foram reportados por Domingues e
colaboradores (2016) ao infectar oralmente camundongos
BALB/c com parasitos da cepa Tulahuén.
A detecção de um número maior de parasitos em coração
de animal inoculado com uma mistura de igual proporção de
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parasitos TcI e TcII pela qPCR foi comprovada após análise
histopatológica desse mesmo tecido. Foi observado grau intenso
de parasitismo tecidual (>10 ninhos de amastigotas)
acompanhado de intenso processo inflamatório. Estes resultados
revelam a eficiência e sensibilidade da técnica de qPCR que
detectou e quantificou o parasitismo tecidual de maneira mais
rápida e menos laboriosa que a técnica histopatológica.
Na fase crônica (45 d.p.i.), foi observada uma diminuição
da intensidade do processo inflamatório e ausência de
parasitismo tecidual em todos os grupos infectados com
parasitos TcII em diferentes proporções. Animais infectados com
diferentes cepas TcII por via intraperitoneal também
apresentaram uma diminuição ainda que discreta da intensidade
de inflamação e parasitismo tecidual na fase crônica
(GRUENDLING et al., 2015). Já animais infectados por via oral
com as cepas CL e G e acompanhados por um período de 6
meses após a infecção apresentaram um aumento nos níveis de
inflamação durante a fase crônica (RODRIGUES et al., 2016).
A dinâmica da infecção de T. cruzi por via oral, bem como
a dinâmica das co-infecções com o envolvimento de diferentes
linhagens do parasito têm se mostrado bastante diversificada.
Não há indícios que possam associar a presença de um genótipo
em particular com a determinação do curso da infecção. Os
resultados apresentados até o momento sugerem que a dinâmica
da infecção por via oral com misturas de cepas estejam mais
associadas as características de infecciosidade de cada cepa ou





Os resultados obtidos no presente estudo nos permitem
concluir que:
 A transfecção das cepas SC25 e SC96 com os
plasmídeos pTREXRFPNeo e pTREXGFPNeo respectivamente,
permitiu obter linhagens estáveis de parasitos transfectados;
 O processo de transfecção não alterou as características
morfológicas e de crescimento dos epimastigotas transfectados
com relação as cepas parentais;
 O desenvolvimento de parasitos expressando proteínas
fluorescentes possibilitou o estudo da dinâmica das co-infecções
in vitro e in vivo;
 Populações mistas de parasitos SC25RFP e YGFP em
diferentes proporções ocasionaram taxas de infecção em células
THP-1 inferiores às apresentadas pelas cepas isoladamente;
 A infecção de Triatoma tibiamaculata com misturas de
parasitos da cepa SC25RFP e YGFP em diferentes proporções
após 45 dias de infecção mostrou um predomínio de parasitos
YGFP no curso da infecção;
 A cepa SC25RFP embora tenha ocasionado parasitemia
sanguínea em camundongos inoculados pela via intraperitoneal,
não foi capaz de infectar camundongos pela via oral;
 O tratamento de tripomastigotas de cultura da cepa
SC25RFP com pepsina reduziu a capacidade de infecção para
células THP-1;
 A intensidade do parasitismo tecidual determinado pela
cepa YGFP em animais infectados com diferentes proporções de
TcI e TcII pela via oral se assemelhou ao observado na infecção
com a cepa parental;
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 A cepa YGFP determinou maior intensidade do processo
inflamatório e parasitismo tecidual durante a fase aguda da
infecção de camundongos pela via oral.
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